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I.

RESUMEN

La creciente demanda mundial de alimentos inocuos de origen animal para el consumo
humano, la presentación de resistencia a los antihelmínticos y la contaminación ambiental
por residuos de estos compuestos, son razones suficientes para plantear nuevas
estrategias de control de nematodos gastrointestinales (NGI) en los sistemas de producción
bovinos. Una alternativa promisoria y ampliamente estudiada en diferentes partes del
mundo es el control biológico utilizando hongos nematófagos, considerados uno de los
principales enemigos naturales de los nematodos, y por lo tanto, una opción viable para
controlar las fases de vida libre de los NGI que parasitan rumiantes. Teniendo en cuenta
lo anterior y continuando con la línea de investigación en Corpoica, se realizó este estudio
con el objetivo de evaluar la capacidad nematófaga de dos cepas de hongos nematófagos
nativos de Colombia, de las especies Arthrobotrys oligospora (Cepa L1- Sibaté) y
Arthrobotrys musiformis (Cepa XXIV-Viotá), mediante pruebas in vitro e in vivo.
Inicialmente, se desarrolló la identificación molecular de las dos cepas de hongos que
fueron utilizadas mediante PCR, donde se encontró compatibilidad del 99% de la cepa L1
con el hongo A. oligospora y el 100% de compatibilidad de la cepa XXVI con A. musiformis.
En la evaluación in vitro se enfrentaron las dos cepas de hongos con larvas de nematodos
de vida libre de la especie Panagrellus redivivus, en donde A. musiformis demostró tener
mayor capacidad predadora, (96,7%) frente a A. oligospora (92,3%), existiendo diferencias
estadísticamente significativas (p<0.05) entre los dos aislamientos. La evaluación in vivo,
se realizó durante 5 meses en 15 terneros, que conformaron 3 grupos, dos grupos
tratamiento (grupo 1: A. musiformis, grupo 2: A. oligospora) y uno control no tratado (grupo
3). A los animales de los grupos tratamiento se les suministró cada tres días 1x106
conidios/clamidosporas de A. musiformis y 1x106 conidios de A. oligospora. Las variables
consideradas en la prueba in vivo fueron: recuento semanal de huevos por gramo de
materia fecal (hpg), número de larvas por gramo de forraje verde, y la ganancia de peso
vivo de los animales. No se observaron diferencias estadísticas significativas entre los
grupos para ninguna de las variables (p>0.05), de lo cual se concluye que los hongos no
limitan la ganancia de peso de los animales, además se sugiere que se realicen estudios
en periodos de tiempo más largos para evidenciar mejores resultados. Esta es la primera
evaluación in vivo que se realiza en Colombia para determinar la capacidad de nematofagia
por hongos nematófagos nativos de Colombia. Se recomienda continuar con este tipo de
trabajos para lograr hallar un hongo que exhiba mejores características de captura tanto in
vitro como in vivo.

Palabras clave: Arthrobotrys musiformis, Arthrobotrys oligospora, bovinos, control
biológico, hongos nematófagos, nematodos.
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II.

ABSTRACT

The growing global demand for safe food for human and animal consumption, the presence
of anthelmintic resistance and the environmental pollution with anthelmintic chemical
residues are sufficient reasons to propose innovative strategies to control the
gastrointestinal nematodes (GIN) in cattle production systems. A promising alternative is
the biological control using nematophagous fungi, which is considered one of the main
natural enemies of the nematodes, and therefore, a viable option for controlling free-living
stages of parasitic ruminant GIN. This study is part of the research lines of Corpoica and
the objective was to evaluate the nematophague ability of two strains of Colombian native
nematophagous fungi from the species Arthrobotrys oligospora (Strain Sibaté L1) and
Arthrobotrys musiformis (Strain XXIV-Viotá). Initially, the molecular identification was
developed for the two strains with PCR, L1 strain had 99% compatibility with the fungus A.
oligospora and, XXIV strain, 100% compatibility with A. musiformis. In the in vitro evaluation,
the two strains of fungi were challenged with larvae of Panagrellus redivivus, a free-living
nematode. A. musiformis demonstrated greater predatory capacity (96.7%) compared to A.
oligospora (92.3 %) (p <0.05). The evaluation in vivo was carried out for 5 months in 15
calves, divided in three groups: Group 1: A. musiformis, Group 2: A. oligospora and, one
control group (Group 3). Animals from the treatment groups (1 y 2) were fed every three
days with 1x106 conidia/chlamydospores of A. musiformis and 1x106 conidias of A.
oligospora. Variables as: weekly counting of eggs per gram of feces (EPG), monthly
counting of larvae per gram of green forage as well as daily weight gain were included.
There were not significant differences between groups for any of the variables concluding
that fungi do not limit the weight gain of the animals but longitudinal studies are needed for
more conclusive results. This is the first in vivo assessment carried out in Colombia to
determine the nematophague ability of native Colombia fungi. Further studies should be
done in order to find fungi that exhibit better predator features both in vitro and in vivo.
Keywords: Arthrobotrys musiformis, Arthrobotrys oligospora, biological control, cattle,
nematodes, nematophagous fungi.
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1. INTRODUCCIÓN
Los nematodos gastrointestinales (NGI) representan un grave problema económico en los
sistemas de producción ganaderos del país y del mundo, provocando un impacto negativo
principalmente en las zonas tropicales y subtropicales donde las condiciones de
temperatura y humedad favorecen su ciclo biológico. Las infecciones por parásitos en
bovinos pueden presentarse desde una forma sin síntomas perceptibles, denominada
subclínica, hasta una gastroenteritis parasitaria clínica, caracterizada por diarrea,
inapetencia, pérdida de peso, y en casos graves, puede ocasionar la muerte a animales
jóvenes (Márquez, 2007). La forma subclínica es la de mayor presentación y por tanto la
de mayor importancia en la industria ganadera debido a que genera un bajo desempeño
productivo a lo largo de la vida del animal, lo que se traduce en grandes pérdidas
económicas.
El control de nematodos gastrointestinales se ha basado en el uso de fármacos
antihelmínticos convencionales como los benzimidazoles, imidazotiazoles y lactonas
macrocíclicas (Medina et al., 2014), que han resultado exitosos debido a su fácil
administración, amplio margen de seguridad, amplio espectro y por ser activos contra las
formas maduras e inmaduras de los parásitos. Sin embargo, estas ventajas condujeron a
utilizarlos de manera constante e indiscriminada, lo que trajo consigo la presentación de
resistencia antihelmíntica, la presencia de residuos de antiparasitarios en alimentos de
origen animal (carne y leche), la ecotoxicidad y la eliminación de compuestos en su forma
activa a través de las heces de los bovinos que pueden generar un efecto nocivo en contra
de organismos benéficos en la naturaleza (Iglesias, 2005).
Conociendo los efectos indeseables que el uso de antihelmínticos ha generado, se requiere
el estudio y la aplicación de nuevas estrategias de control más sustentables que mitiguen
estos problemas y garanticen la inocuidad de los alimentos que se producen en las
explotaciones ganaderas y que se ofrecen a los consumidores cada vez más exigentes y
conscientes de esta problemática.
Dentro de las estrategias disponibles actualmente, se encuentra el control biológico, una
estrategia no química de control que se define como un método ecológico desarrollado por
el hombre que tiene por objeto disminuir las poblaciones de parásitos a niveles no
perjudiciales, empleando antagonistas naturales vivos (Grønvold et al., 1996); su aplicación
se fundamenta en el uso de microorganismos que actúen sobre las fases de vida libre de
los nematodos. La opción de control biológico que constituye hoy la alternativa más
promisoria a futuro es el empleo de hongos nematófagos, organismos ubicuos del suelo
que han sido estudiados durante los últimos años como agentes que disminuyen la
contaminación de nematodos en las praderas y previenen la infección en los animales
gracias a que desarrollan diferentes tipos de estructuras o trampas para capturar, matar y
alimentarse de larvas de nematodos (Barron, 1977).
En esta perspectiva, son grandes y valiosos los esfuerzos que ha desarrollado el grupo de
trabajo de helmintología veterinaria de Corpoica, para aislar e identificar diferentes cepas
de hongos nematófagos a lo largo del país, muestra de ello son los hallazgos obtenidos y
reportados en trabajos previos a este, de los cuales se obtuvieron las dos cepas evaluadas
e identificadas mediante claves morfológicas.
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El objeto de este trabajo fue dar continuidad a esta línea de investigación en Colombia, por
medio del desarrollo de evaluaciones en campo (in vivo) y laboratorio (in vitro) que
permitieran determinar la capacidad nematófaga de las dos cepas de hongos nematófagos
seleccionadas, además de caracterizarlas molecularmente y confirmar la identificación
morfológica previa.
La identificación molecular y la evaluación in vivo, no han sido reportadas aún en nuestro
país, por tanto, se sugiere que este estudio sea tomado como piloto para futuras
investigaciones, de ahí la importancia que tiene como base para la formulación exitosa de
un bioproducto a base de hongos nematófagos para el control biológico de parásitos
gastrointestinales de rumiantes y que se pueda ofertar a los productores de nuestro país
dentro de las estrategias del control integrado de parásitos.
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2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA

El parasitismo interno en bovinos, es considerado un factor que limita la productividad de
los sistemas de producción ganaderos en Colombia (Márquez, et al., 2008). Al intensificar
las ganaderías, el ser humano ha alterado el equilibrio natural parásito- hospedador, esto
sumado a que no se tienen alternativas que promuevan las sustentabilidad de los sistemas
de producción bovina para el control de las enfermedades parasitarias.
Clásicamente, se han controlado los nematodos gastrointestinales con compuestos
antihelmínticos cuyo uso indiscriminado se ha convertido en un problema por la
dependencia que se ha generado a estos compuestos químicos, además, se limitó la
utilización de la mayoría de los principios activos; esto se evidencia por la aparición de la
resistencia de los nematodos gastrointestinales a los antihelmínticos empleados para su
control, el impacto ambiental negativo determinado por su acción ecotóxica y los problemas
de salud pública generados por la existencia de residuos en los alimentos de consumo
humano como la carne y la leche (FAO, 2003). Adicionalmente, el problema de la
resistencia ha traído consigo la necesidad de aumentar la frecuencia de administración de
los antihelmínticos y, por tanto, a incrementar los costos para controlar los parásitos
internos en los sistemas de producción.
El esquema de control convencional de los parásitos basado en el uso exclusivo de
compuestos químicos, genera insostenibilidad económica, ambiental y social. Estos
inconvenientes imponen en el mundo la necesidad de generar nuevos métodos de control
de los parásitos gastrointestinales de los bovinos y han estimulado la búsqueda e
investigación de alternativas de control que complementen o reduzcan el uso convencional
de los antihelmínticos como estrategias de control de los helmintos en sistemas de
producción de bovinos en pastoreo. Lo anterior, con el fin de producir alimentos inocuos y
de mejor calidad, además, contribuir a minimizar los perjuicios en el ambiente ocasionados
por compuestos de origen sintético.
Dentro de los métodos que están siendo estudiados actualmente, el control biológico es
una realidad a corto plazo, debido a que es una alternativa eficiente y segura en la
reducción de la población de larvas infectantes en las pasturas. Sin duda, el control
biológico de los NGI de bovinos, basado en el uso de hongos nematófagos, constituye hoy
en el mundo la estrategia más promisoria para controlar sustancialmente estos
endoparásitos en sistemas de producción ganadera (Beltrão et al., 2011). Trabajos
realizados en condiciones de laboratorio y de campo en la última década han demostrado
la eficacia de los hongos nematófagos en el control de las formas preparasíticas de los
tricostrongilídeos parásitos de rumiantes y se ha avanzado en su manipulación industrial
con el objetivo de elaborar formulaciones comerciales (Waller et al., 2001).
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3. OBJETIVOS
3.1. GENERAL
Evaluar el potencial nematófago in vitro e in vivo de los hongos Arthrobotrys oligospora y
Arthrobotrys musiformis sobre los nematodos gastrointestinales de bovinos.
3.2. ESPECÍFICOS
1. Caracterizar molecularmente los hongos nematófagos Arthrobotrys musiformis y
Arthrobotrys oligospora mediante la técnica de Reacción en Cadena de la
Polimerasa (PCR).
2. Evaluar in vitro la capacidad nematófaga de los hongos Arthrobotrys musiformis y
Arthrobotrys oligospora nativos de Colombia sobre larvas de nematodos.
3. Evaluar in vivo la capacidad nematófaga de los hongos Arthrobotrys musiformis y
Arthrobotrys oligospora en bovinos, por medio del recuento de huevos por gramo
de heces (hpg) y la contaminación de larvas L3 de nematodos gastrointestinales en
las praderas.
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4. HIPÓTESIS
1. Los hongos nematófagos Arthrobotrys musiformis y Arthrobotrys oligospora reducen
larvas de NGI en las praderas y por lo tanto disminuyen los recuentos de huevos de
parásitos en los animales tratados.
2. Los hongos nematófagos Arthrobotrys musiformis y Arthrobotrys oligospora tienen la
capacidad de pasar a través del tracto gastrointestinal de los bovinos de los grupos
tratamiento, conservando su potencial nematófago.
3. En la prueba in vitro los hongos nematófagos Arthrobotrys musiformis y Arthrobotrys
oligospora, exhiben un porcentaje de nematofagia superior al 90%, lo que sugiere
tenerlos en cuenta como potenciales candidatos para la elaboración de un bioproducto
a futuro.
4. El hongo Arthrobotrys musiformis exhibirá mejor capacidad nematófaga que
Arthrobotrys oligospora en las pruebas in vitro e in vivo.
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5. MARCO TEÓRICO
5.1. IMPORTANCIA DE LOS NEMATODOS GASTROINTESTINALES EN BOVINOS
Las ganaderías en nuestro país se han visto obligadas a intensificar sus producciones
debido a la creciente demanda de alimentos de origen animal, donde tienen que suplir las
necesidades alimentarias del mercado, lo cual ha venido desencadenado un desequilibrio
en la relación natural parásito/hospedador, favoreciendo en mayor proporción a las
poblaciones de parásitos (Márquez, 2007).
Las verminosis gastroentéricas en bovinos, ovinos y caprinos revisten gran importancia
debido a su carácter cosmopolita, éstas ocasionan grandes pérdidas económicas directas
representadas por la muerte de los animales jóvenes y/o indirectas manifestándose
clínicamente por diarreas persistentes, anemia y desnutrición, dando como resultado un
retraso en el crecimiento de los animales jóvenes, así como una baja producción de carne
y leche en animales adultos.
Dentro de los factores que interfieren con el desarrollo de la actividad pecuaria, las
helmintiasis gastrointestinales ocupan un lugar importante, los perjuicios que ocasionan en
las producciones ovinas y bovinas, están relacionados con retraso en el crecimiento y
disminución de la producción.
Las enfermedades parasitarias se encuentran ampliamente distribuidas en Colombia y son
ocasionadas por gran variedad de agentes parasitarios, que afectan la productividad de los
rumiantes en pastoreo y son consideradas en ovinos como uno de los principales
problemas que enfrenta esta especie en todo el mundo. Este tipo de enfermedades
además de generar impactos per se, debilitan a los animales y los vuelven susceptibles a
contraer enfermedades secundarias, que incluso les ocasionan la muerte en casos
extremos (Caballero, et al., 2009).
Los efectos importantes del parasitismo gastrointestinal dependen de: la magnitud de la
carga parasitaria y la especie del parásito, así, por ejemplo, nematodos hematófagos, están
principalmente asociados a anemias causadas por el consumo de sangre por parte de los
parásitos; el grado de infección depende a su vez de las condiciones medioambientales,
la especie y raza del hospedador, encontrándose mayor susceptibilidad a los parásitos en
ovinos; la edad, el estado inmunológico y nutricional de los animales y el tipo de
explotación (Márquez, 2014).
Cuando los síntomas se hacen evidentes en los animales, las enfermedades por
endoparásitos varían desde disturbios menores hasta la muerte, en especial en animales
jóvenes. Estas variaciones pueden originarse por factores genéticos, geográficos o
inherentes a una determinada producción (Márquez, 2003).
El aumento de los costos directos e indirectos asociados con el control de los nematodos
gastrointestinales, la presencia de residuos en carne y leche y la resistencia producida por
la presión de selección de las poblaciones parasitarias, son las razones principales por las
que se afirma en la actualidad que el control basado exclusivamente en el uso de
productos químicos no es sostenible a mediano y largo plazo.
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Debido a la importancia de las parasitosis mencionada anteriormente, se requiere de forma
imperativa buscar alternativas eficientes y no químicas para el control de los nematodos
gastrointestinales puesto que han generado un gran impacto en la sanidad y economía de
nuestros sistemas de producción bovinos, ovinos y caprinos.
5.2 NEMATODOS GASTROINTESTINALES PARÁSITOS DE BOVINOS
Los nematodos gastrointestinales son parásitos que ocasionan infecciones que afectan de
forma negativa la capacidad productiva de los animales. Los nematodos de mayor
importancia económica para las ganaderías bovinas pertenecen a la familia
Trichostrongylidae, dentro de la cual se encuentran los géneros Haemonchus, Cooperia,
Ostertagia, Trichostrongylus y Oesophagostomum,
considerados como los más
importantes en los bovinos desde el punto de vista patológico y epidemiológico (Tabla 1),
por encontrarse distribuidos en las más diversas zonas geoecológicas del planeta y ser
producidos por una amplia gama de especies, las cuales pueden variar según las regiones
(García-Romero et al., 1994).

Tabla 1. Nematodos gastrointestinales que parasitan bovinos con sus principales
características.
Género

Cooperia spp.

Haemonchus spp.

Ostertagia spp.

Especie

C.
oncophora
C. punctata
C.pectinata

H. placei
H. contortus

O. ostertagii
O.
circumcincta

Órgano de
localización

Intestino
delgado

Abomaso

Abomaso

Características
generales
C. punctata y C.
pectinata,
están
predominantemente en
zonas
tropicales y
subtropicales.
Está
asociada
a
gastroenteritis
parasitaria en terneros
y su forma más común
es
la
enfermedad
subclínica.
Es uno de los parásitos
más
dañinos
en
rumiantes, debido a su
capacidad hematófaga,
principalmente
en
ovinos y caprinos, esta
especie tienen un alto
potencial reproductivo.
Común en la región
tropical,
su
efecto
depende de las épocas
de lluvias y parasita
animales jóvenes y
adultos.
Se caracteriza por
haber 2 tipos: Tipo I:
(Ostertagiasis estival) y
afecta al ganado joven
durante su primera
temporada
de
pastoreo.
Tipo
II:
(Ostertagiasis invernal)
afecta sobre todo al
ganado adulto y es
debido a la reactivación
de larvas hipobióticas.

Efectos en el animal
Penetra la mucosa del
duodeno, causando daño
general a las vellosidades
intestinales, produciendo
respuesta
inflamatoria
intensa, hipoproteinemia,
anemia,
anorexia
y
posible muerte de los
animales, según el grado
de infección.
Daño severo en la
mucosa
abomasal,
anemia,
gastritis,
disturbios en la digestión,
hipoproteinemia y diarrea.
En infecciones crónicas
pueden aparecer cambios
grasos en hígado y
emaciación.
Genera formación de
nódulos en la mucosa
abomasal, daño en las
células
parietales
y
epiteliales, disrupción en
la digestión de proteínas.
Ocasiona
diarreas
crónicas
y
por
consiguiente pérdida de
peso progresivo
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Trichostrongylus spp

Oesophagostomum
spp.

T.
colubriformis
T. axei

O. radiatum
O.
venulosum

Abomaso/
Intestino
delgado

Intestino
grueso

Se
presenta
en
infecciones
mixtas
junto
con
otros
parásitos, y se pueden
observar
signos
clínicos cuando hay
altas
cargas
parasitarias y animales
estresados
por
transporte
u
otras
enfermedades.

Aparece en infecciones
mixtas con otros NGI.
Forman nódulos en el
intestino
de
los
hospedadores. Afectan
animales
jóvenes
principalmente donde
una infección masiva
puede ser letal.

Daña la mucosa intestinal
o estomacal (en el caso
de T. axei) de los
hospedadores lo que
puede provocar enteritis o
gastritis,
diarrea
o
estreñimiento, debilitación
general y pérdida de
apetito y peso que pueden
ser agudos si la infección
es masiva y se desarrolla
en un tiempo breve.
Disturbios en la función
intestinal y la absorción de
líquidos debido a que
perforan
la
pared
intestinal
y
forman
nódulos. Produce fiebre,
pérdida de peso y de
apetito, colitis y diarrea.
Los animales pueden
presentar edema, anemia
y
debilitamiento
progresivo.

(Soca et al., 2005; Márquez, 2003, 2007)
Los nematodos de los bovinos en general, tienen un ciclo de vida compuesto por 5 estadios,
los tres primeros son de vida libre, es decir, que viven fuera del hospedero (L 1, L2 y L3),
siendo L3 la larva infectante y los estadios L4 y L5 cumplen su ciclo de vida al interior del
hospedero (O´Connor, 2006).
5.2.1 Ciclo de vida de los nematodos de bovinos
Como se puede observar en la Figura 1, el ciclo de vida de los nematodos gastrointestinales
es simple y directo, es decir, que no requieren de otros animales para completarlo y consta
de dos fases, una que se desarrolla en el hospedero y es conocida como la fase parasitaria
o endógena, que determina el nivel de infección en los animales y otra que determina el
grado de contaminación de las praderas, denominada fase de vida libre o exógena
(Espaine y Lines, 1983; Thomas, 1982).
5.2.1.1 Fase de vida libre (exógena)
Inicia con la expulsión de los huevos en las heces de los animales infectados, y en
condiciones favorables de oxigenación, humedad (80%) y temperatura (20ºC) eclosionan
para dar origen a una larva denominada L1, la que a su vez se convierte en L2, en estos
estadios se alimentan de bacterias en las heces fecales. Posteriormente, la L2, se
transforma en L3, una larva con doble cutícula protectora que no tiene la capacidad de
alimentarse, y se mantiene con reservas energéticas acumuladas por L1 y L2. La L3 es la
larva infectante, las larvas en este estadio suelen ser activas y migran horizontal y
verticalmente de las heces fecales a los tallos y hojas de los pastos, donde son consumidas
por los animales. (Soca et al., 2005; Márquez, 2014).
5.2.1.2 Fase parasitaria (endógena)
Inicia con la ingestión de larvas infectivas L3 por parte de los rumiantes y termina con el
desarrollo de los parásitos, toda la fase se lleva a cabo al interior de los hospederos. Las
L3 penetran la membrana mucosa donde se transforman en L4 y L5 para posteriormente
convertirse en parásitos adultos, al alcanzar la madurez sexual se produce la cópula entre
machos y hembras dando origen a la oviposición; los huevos son eliminados en la materia
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fecal de los rumiantes, contaminando las praderas y dando inicio a la fase exógena de un
nuevo ciclo. (Márquez, 2014; Soca et al, 2005).

Figura 1. Ciclo de vida de los nematodos gastrointestinales
Cortesía: Castañeda, 2015.
5.3 MÉTODOS DE CONTROL DE LOS NEMATODOS GASTROINTESTINALES EN
RUMIANTES
El objetivo del control de los nematodos gastrointestinales debe dirigirse a limitar el
contacto hospedero- parásito (Márquez, 2003), desarrollando sistemas de producción en
los cuales la población de parásitos no exceda los niveles compatibles con los niveles de
producción económica en estos sistemas, es decir, que no afecten la salud o el óptimo
desempeño productivo de los bovinos (Craig y Wikse, 1996). A través del tiempo se han
planteado varias alternativas de control, unas que han sido implementadas y otras se
encuentran en desarrollo, que se basan principalmente en la epidemiología y la dinámica
de población de los parásitos.
La resistencia a los antihelmínticos ha propiciado por una lado, el desarrollo de nuevos
fármacos y por otro, la búsqueda de alternativas de control menos dependientes de
químicos, como son: el uso de los sistemas de pastoreo, vacunas y plantas con
propiedades antiparasitarias, entre otras (Besier, 2006).
El control de nematodos gastrointestinales puede efectuarse directamente en el
hospedero, con estrategias como el uso de antihelmínticos, vacunas, etnoveterinaria,
animales genéticamente resistentes a parásitos, el suministro de suplementos, manejo
óptimo de la nutrición y los requerimientos de los animales para cada sistema de
producción; o también puede establecerse un control desde el ambiente con el uso de
técnicas alternas al pastoreo convencional realizando la rotación y manejo de praderas,
silvopastoreo y de manera importante el control biológico.

10
A pesar de existir varias alternativas para el control de los nematodos, Papadopoulus en el
2008 afirma que ningún método no químico es suficientemente efectivo sin el apoyo de los
antihelmínticos, pero al reducir su utilización retardan la aparición de resistencia y son
amigables con el ambiente, generando así mejores beneficios.
5.3.1. Control en el Hospedero
5.3.1.1 Antihelmínticos
Los antihelmínticos constituyen en la actualidad el principal método de control de los
nematodos de rumiantes en el mundo, con una gran importancia en la industria
farmacéutica veterinaria por el enorme crecimiento que ha tenido el mercado de estos
medicamentos desde la década de los setenta. Estos compuestos, en su mayoría son
altamente efectivos y selectivos en el control de los endoparásitos, deben ser elegidos a
criterio médico veterinario con el fin de obtener respuestas clínicas favorables y minimizar
la selección a la resistencia (FAO, 2003).
El empleo de los antihelmínticos debe ser efectuado con base en factores relacionados
con el hospedador y el parásito para tener resultados favorables, estos son: especie, raza,
edad, carga parasitaria, determinada por estado clínico del animal y el recuento de hpg,
peso, tipo y ubicación del parásito en el huésped. También se deben tener en cuenta las
características del producto y las vías de administración de preferencia para el tipo de
explotación y el uso que se le espera dar.
Existen varios antihelmínticos disponibles en el mercado para el control de nematodos
gastrointestinales en rumiantes, de ellos las avermectinas, los benzimidazoles y los
agonistas nicotínicos son los tres grupos más utilizados.
5.3.1.2. Vacunas
Una estrategia de control, aún en desarrollo, es la aplicación de vacunas vivas y
recombinantes, las cuales tienen cierto tipo de limitaciones a causa de la dificultad de
obtener antígenos de los parásitos en diferentes estadios y el desconocimiento parcial de
la respuesta inmune por parte del hospedero (Zhao et al., 2011).
Se desarrolló una vacuna con larvas irradiadas contra Dictyocaulus viviparus, la cual ha
sido probada varias veces y ha mostrado resultados promisorios, pero las razones del fallo
en su comercialización no han sido publicadas (FAO, 2003). En el caso de Haemonchus
contortus, el uso de larvas irradiadas parecía ser una buena alternativa y en 1987 se
produjo una vacuna llamada “Contortin”, sin embargo, por el costo, su eficiencia y el
material necesario para su elaboración, se cuestionó su aplicación. Hoy en día, el uso de
antígenos excretorios/secretorios y somáticos de este parásito parece ser una buena
alternativa (Caballero et al., 2009). Estudios más recientes en cabras, (Zhao et al., 2011)
demuestran que mediante la vacunación con biológicos DNA, se inducen la protección
parcial contra Haemonchus contortus, en un 47.5% en excreción de huevos y un 51.1% de
reducción de parásitos adultos.
Otras vacunas como la desarrollada para Ostertagia ostertagi reduce el número de huevos
de nematodos excretados por los animales, previniendo de forma indirecta la ingestión de
los parásitos en las rotaciones siguientes, la limitante de esta vacuna es que ofrece
protección únicamente por 2 meses.
Los resultados de estos estudios, muestran una reducción de 50 a 70% en la excreción de
hpg y una reducción en la carga parasitaria adulta; para mejorar la inmunidad se necesita
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una segunda dosis de infección). Se ha probado que las infecciones naturales que son
detenidas con tratamientos antihelmínticos permiten a los corderos desarrollar inmunidad
contra los NGI.
Cabe anotar que los laboratorios que trabajan vacunas contra helmintos, dirigen su trabajo
hacia ovinos y caprinos, puesto que se presenta más resistencia a los antiparasitarios en
estas especies con respecto a los bovinos (Márquez, 2003).
5.3.1.3 Resistencia genética de los bovinos.
Algunas razas de rumiantes han demostrado tener la característica natural de ser
resistentes a los nematodos gastrointestinales, es decir, que previenen o limitan el
establecimiento y desarrollo de los parásitos, sin embargo, estos animales no son
completamente refractarios a la enfermedad, solo albergan menos parásitos que los
animales susceptibles y por lo tanto eliminan menos huevos en las heces.
En los rumiantes, se presenta una gran variabilidad en la susceptibilidad a las
enfermedades parasitarias (Stear y Murray, 1994) por esta razón, se busca perpetuar en
las explotaciones animales que sean resistentes a las infecciones de nematodos
gastrointestinales mediante selección genética. Los estudios han demostrado que el
número de huevos de nematodos en las heces del ganado en pastoreo, está fuertemente
influenciado por la genética y es un rasgo altamente heredable, además, los valores de
hpg en los rebaños no tienen una distribución normal, por lo tanto, un pequeño porcentaje
de animales es responsable de la transmisión de los parásitos. Esto sugiere que establecer
un programa de selección genética, puede reducir considerablemente la presentación de
infecciones por parásitos (Gasbarre et al., 2001), lo que constituye una buena alternativa
de control (Waller, 1999).
5.3.1.4. Nutrición
La alimentación y suplementación óptima para los animales, se debe considerar de manera
importante en los sistemas de producción por la relación estrecha y directa que existe entre
el nivel de infección por helmintos y la mal nutrición (Márquez, 2003). Es importante saber
que el sistema inmunológico de los rumiantes es el encargado de crear respuestas ante
una invasión por parásitos, mediante la producción de células y sus sustancias cuando
detectan los antígenos eliminados por los parásitos. Para la formación de las moléculas
encargadas de generar una respuesta inmune protectora se requieren proteínas que dan
origen a las células de defensa, por esta razón, hay una correlación directa entre la calidad
y cantidad de nutrientes en la dieta de los animales y la respuesta inmune (Hoste et al.,
2005; 2008). Teniendo en cuenta lo anterior, dentro de las medidas consideradas para
minimizar los efectos adversos de los NGI, se encuentra la nutrición, basada en la
suplementación con proteína dietética y energía metabolizable que contribuye al
mejoramiento de la inmunidad de los animales.
Se reporta que los animales suplementados reducen sus cargas de hpg de heces e
incrementan su cuenta de eosinófilos periféricos (Aguilar-Caballero et al., 2008) Además,
las tasas de mortalidad debidas a las helmintiasis disminuyen en los sistemas de
producción alimentados adecuadamente (Márquez, 2003).
5.3.1.5. Fitoterapia
Actualmente, se manifiesta la necesidad de buscar nuevas alternativas para el control de
los parásitos, o en el caso de la etnoveterinaria, retomar formas antiguas de utilizar los
productos que la naturaleza brinda, principalmente las plantas y sus metabolitos, para
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cumplir dicho objetivo se conocen más de 100 especies de plantas con propiedades
antihelmínticas que pueden considerarse candidatas para ser empleadas en rumiantes
para el control del parasitismo gastrointestinal.
Existen reportes sobre las propiedades antihelmínticas de algunas plantas como las
leguminosas que poseen metabolitos secundarios con dichas propiedades, por altas
concentraciones de taninos que actúan de forma directa sobre los nematodos como
antihelmínticos, los cuales, condensados en incubación en crudo, reducen el desarrollo,
viabilidad, motilidad y habilidad migratoria de las larvas parasíticas (Ketzis, 2006) y alteran
sus funciones fisiológicas normales como absorción de alimentos y reproducción
(Waghorn, 2007), además, su aplicación mejora la productividad de los bovinos (Márquez,
2014).
5.3.2. Control en el Ambiente
5.3.2.1 Manejo de praderas
El manejo del pastoreo puede ser usado para controlar la infección por NGI al reducir la
cantidad de larvas disponibles para ser consumidas por los animales, puesto que los pastos
constituyen un puente de unión entre los estados de vida libre de los endoparásitos y los
huéspedes, el eje central del manejo de praderas es diseñar esquemas que reduzcan las
posibilidades de contacto entre las larvas infectivas de los parásitos en los pastos y el
hospedero (Márquez, 2003). Al lograr reducir los estados de vida libre de los nematodos
por falta de alimento y al no haber hospederos disponibles, se disminuyen las posibilidades
de contacto entre los animales y las larvas infectivas, obteniéndose, al final, pasturas
seguras con bajos niveles de contaminación parasitaria. Según Márquez, 2014, en
Colombia la implementación de esta alternativa se dificulta porque no hay información
epidemiológica de los NGI en las diferentes áreas agroecológicas del país.
5.3.2.2. Silvopastoreo
Un sistema silvopastoril es una opción de producción en el cual árboles y arbustos
interactúan con pastos y animales bajo un sistema de manejo integral (Babbar, 2003). Los
sistemas silvopastoriles pueden mitigar el impacto de los endoparásitos en el ganado
directa e indirectamente por el estado de confort y mejoramiento nutricional de los animales
(Márquez, 2003).
Principalmente, al estimular la práctica de ramoneo en estas especies, se disminuyen los
consumos cercanos al suelo y por consiguiente se minimiza la probabilidad de infección
con larvas L3, que se encuentran en la pradera. Además, la sombra provista por árboles y
arbustos, propician cambios en la capacidad de supervivencia de las formas libres de los
nematodos, alterando su microclima. Estos sistemas, permiten un mayor desarrollo de la
fauna coprófaga que acelera la descomposición de las bostas fecales donde proliferan las
formas de vida infectantes de estos parásitos, y adicionalmente ofrecen alimento de calidad
y disponibilidad permanente, lo que contribuye a aumentar la resistencia e inmunidad de
los bovinos a los NGI (Murgueito y Giraldo, 2009).
5.3.2.3. Control biológico
Se entiende por control biológico la identificación y uso de enemigos naturales de los
nematodos para el control de sus formas libres de vida en las pasturas, dentro de los que
se encuentran los hongos nematófagos (Saumell, 2006).
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5.4. CONTROL BIOLÓGICO
El control biológico es un método ecológico desarrollado por el hombre para disminuir la
población de parásitos a un nivel subclínico aceptable, conservando las poblaciones en un
nivel no perjudicial gracias a antagonistas vivos naturales (Gronvold et al., 1996; Sagüés
et al., 2011; Mota et al., 2003). El concepto de control biológico se basa en la profilaxis o
prevención de las parasitosis y su aplicación se fundamenta en el uso de microorganismos
que puedan actuar en las fases de vida libre de nematodos parásitos como enemigos
naturales (Saumell y Fernández, 2000).
Es fundamental aclarar que el control biológico es una medida reguladora cuyo objetivo no
es acabar con el organismo blanco, en este caso, los nematodos gastrointestinales, sino
controlar su población para reducir sus efectos nocivos (Larsen, 2000), además, está
dirigido al control de los estadios de vida libre de los endoparásitos en las praderas, de esta
manera, se diferencia de los compuestos antihelmínticos que fueron elaborados con el
propósito de eliminar la totalidad de los parásitos en el animal.
Los nematodos en el suelo tienen varios enemigos naturales, por ello, una amplia gama de
microorganismos ha sido estudiada como potenciales agentes de control biológico de
parásitos, dentro de los cuales se encuentran bacterias, hongos, protozoos, nematodos,
artrópodos, escarabajos de heces de animales y lombrices de tierra (Tabla 2) (Duddington,
1955; Mendoza et al., 1999; Márquez, 2007). Puede mencionarse que los que han
mostrado un mayor efecto de reducción de las poblaciones larvales de parásitos de
rumiantes son los escarabajos de heces de animales lombrices de tierra y hongos (Saumell
y Fernández, 2000).
El uso de estos enemigos naturales de los nematodos gastrointestinales permiten reducir
la contaminación de las praderas y por lo tanto la aparición de enfermedad clínica en los
bovinos (Thamsborg et al., 1999).
El control biológico debe basarse en la utilización de microorganismos nativos de los
diferentes agroecosistemas de Colombia, para evitar la introducción de especies de otros
lugares que compitan con los autóctonos, generen desequilibrios ambientales, y por tanto,
reducción de la eficacia para el control de endoparásitos (Márquez 2007).
Tabla 2: Enemigos naturales de nematodos estudiados como estrategia de control
biológico.
ENEMIGOS NATURALES DE NEMATODOS

Protozoarios
Ácaros

Pasteuria penetrans, Bacillus
thuringiensis, Microbacterium
nematophilum.
Theratromya weberi
Lasioseius

Lombrices de tierra
Tardígrados
Nematodos
depredadores

Lumbricidae
Hypsibius sp.
Dorylaimidos, Mononquidos,
Diplogastéridos

Bacterias

Hongos

Duddingtonia flagrans,
Arthrobotrys sp,
Monacrosporium sp,
entre otros.

Davies, 2009
Sayre y Wergin, 1989
Christian y Karg,
2006
Grønvold, 1987
Sayre y Walter, 1991
Vázquez de Jesús
2009.
Mendoza, 1998.
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El uso de agentes bióticos naturales se constituye en una herramienta promisoria para
controlar el parasitismo gastrointestinal de los rumiantes, considerando los resultados de
investigación de la última década y los beneficios medioambientales que genera, puesto
que permitirá disminuir el uso de compuestos químicos sintéticos y por consiguiente la
aparición de la resistencia parasitaria a los antihelmínticos, además de la acumulación de
residuos tóxicos en los productos de origen animal (Larsen, 2000; Márquez, 2007). Por otro
lado, el impacto económico generado por la implementación de esta estrategia de control
podría incluir una mayor conversión alimenticia, disminución en la morbi-mortalidad de los
rumiantes y reducción de la necesidad de adquirir medicamentos antihelmínticos (Ketzis,
2006).
La selección de microorganismos para que puedan ser empleados comercialmente de
manera exitosa debe basarse en las siguientes características descritas por González en
el 2013:
1) Ciclo de vida corto en relación con el ciclo de los nematodos gastrointestinales en
su fase de vida libre.
2) Alta capacidad reproductiva de tal manera que pueda ser producido industrialmente.
3) Competitivo con los antihelmínticos químicos disponibles comercialmente.
4) Viable en las formulaciones comerciales, lo cual constituye un reto de investigación
para la industria farmacéutica.
5) Vehículo o las formulaciones sean seguras para el medio ambiente, consumidores
humanos y bovinos.
6) Económica y de fácil administración.
7) Eficaz controlando los nematodos gastrointestinales.
De acuerdo a las características descritas anteriormente, los hongos nematófagos
atrapadores de nematodos han sido considerados como agentes de control biológico
promisorios para el control de los nematodos parasíticos debido a que poseen las
características deseables para el control de las enfermedades parasitarias.
5.5. HONGOS NEMATÓFAGOS
Los hongos nematófagos, son considerados una alternativa eficiente de control biológico y
representan una gran variedad y diversidad de hongos capaces de infectar y alimentarse
de nematodos, estos pueden ser clasificados en dos grupos, los endoparásitos que existen
en el ambiente como conidios o zoosporas que se adhieren a la pared del cuerpo del
huésped o son ingeridos, y los predadores, que producen sistemas hifales en el ambiente.
Son denominados nematófagos por tener la capacidad de producir órganos especializados
para aprehender, destruir y alimentarse de los nematodos (Barron, 1977).
Los hongos exhiben ciertas ventajas para ser aprovechadas, tienen un ciclo de vida corto
con respecto a la de los parásitos, con alta actividad reproductiva; algunos son específicos,
otros quedan en una fase saprofítica en ausencia de sus hospedadores y no son patógenos
para los animales, adicionalmente, presentan adaptaciones morfológicas que les permiten
capturar las larvas de los nematodos (Márquez, 2007).
Su acción es más lenta comparada con los antihelmínticos, lo que constituye una
desventaja, además no eliminan completamente las poblaciones parasitarias sino que las
reducen, permitiendo al hospedador tener un desafío permanente de la respuesta
inmunológica (Saumell, 2000).
Existen más de 200 especies de hongos nematófagos descritas, en su mayoría se agrupan
dentro de los hongos denominados imperfectos o Deuteromycetes. Estos hongos
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constituyen un grupo heterogéneo y ubicuo, son habitantes naturales del suelo y pueden
ser encontrados en varios tipos de sustrato como heces de animales, diferentes nichos en
el suelo y material vegetal en descomposición, pueden alimentarse como recurso principal
o secundario de una amplia gama de nematodos de vida libre (Sagüés et al., 2011) Su
capacidad de sobrevivencia ha sido demostrada frente a condiciones climáticas y
nutricionales extremas, al encontrarlos en todos los tipos de clima y en diferentes regiones
geográficas.
Los hongos nematófagos tienen la capacidad de capturar y predar larvas de nematodos en
las heces antes que migren a las pasturas, evitando así su ingestión por parte de los
animales en pastoreo. De esta manera logran prevenir ampliamente la infección de los
bovinos, pues la fracción más significativa de la biomasa de los parásitos se encuentra en
las praderas (95-97%).
En la Figura 2, se muestra un esquema con las principales estructuras de los hongos
nematófagos.

Figura 2. Esquema de las estructuras de los hongos nematófagos
Modificado de Barron, 1977.

5.5.1. Clasificación de los Hongos nematófagos
Se han categorizado cuatro grupos en función de los mecanismos que los hongos utilizan
para atacar a los nematodos y utilizarlos como recurso nutritivo: (1) hongos endoparásitos,
que utilizan sus esporas, (2) parásitos de huevos y hembras, (3) hongos productores de
toxinas y (4) los hongos atrapadores de nematodos a través de la formación de trampas de
hifas mecánicas o adhesivas (Liu et al., 2009).
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5.5.1.1. Hongos Endoparásitos
Se caracterizan por atacar mediante esporas que se adhieren y perforan la cutícula del
nematodo o pueden ser ingeridas para penetrar en el interior del nematodo y germinar
posteriormente (Sagüés et al., 2011). Este tipo de hongos pueden ser clasificados en
zoosporas móviles, conidios adhesivos y conidios ingeribles (Saumell et al., 2008). Por lo
general las esporas de estos hongos entran en contacto con la cutícula del nematodo para
ser ingeridas y posteriormente desarrollan su micelio en el interior de la larva hasta que el
hongo la rompe por medio de la esporulación para su reproducción.
A pesar que estudios in vitro han demostrado una alta eficacia en la disminución de larvas
con las especies Harposporium anguillulae y Drechmeria coniospora, no se contempla este
grupo de hongos como agentes de control biológico ya que su carácter de parásito obligado
y su forma de dispersión por contacto directo únicamente entre individuos parasitados
representa una desventaja frente otros microorganismos(Larsen 2000), además, solo es
eficaz frente a larvas L1 y L2 que son las que se alimentan y no sobre la larva infectante L3
que no se alimenta al presentar doble cutícula (Sagüés et al., 2011).
5.5.1.2. Hongos Parásitos de huevos y hembras
En su mayoría los hongos ovicidas son saprófitos por lo que no dependen de la presencia
de huevos en el medio. La mayoría de estudios se han enfocado en la colonización de
quistes de nematodos fitopatógenos, el hongo más estudiado es el Paecilomyces lilacinus.
Estos hongos, actúan destruyendo los huevos directamente, mediante la penetración e
infección o indirectamente causando disrupciones en las larvas o embriones contenidas
en los huevos (Márquez 2007). Como mecanismo de acción se plantea que se establece
un punto de contacto entre la hifa y la superficie del huevo y posteriormente el hongo
deteriora la cubierta del huevo, provocando cambios en la permeabilidad de la cáscara, lo
que favorece la penetración, una vez penetra, ramifica el micelio hasta consumir el embrión
(Wainwright, 1995).
5.5.1.3. Hongos productores de toxinas
Son hongos con la capacidad de inmovilizar parásitos mediante la producción de toxinas
en su estructura micelial antes de penetrar el nematodo (Márquez, 2007). Las hifas del
hongo crecen quimiotrópicamente a través de la boca del nematodo y de esta forma es
digerido (Mendoza y Valero, 2009).
5.5.1.4. Hongos Predadores
Son hongos saprófitos que forman un sistema micelial extensivo en el medio y emplean
como recurso nutritivo las fases de vida libre de los nematodos (Sagüés et al., 2011). Se
caracterizan por atrapar larvas en forma mecánica o por adhesión a través de diferentes
mecanismos que van desde la producción de materiales adhesivos sobre las hifas hasta la
formación de redes bidimensionales, tridimensionales, dedos adhesivos, botones
adhesivos y anillos constrictores y no constrictores (Barrón, 1977).
Según su capacidad de crecimiento en el ambiente este tipo de hongos puede ser
clasificado como insensitivo (no formadores espontáneos de trampas) y sensitivos
(formadores espontáneos de trampas). La formación de las trampas depende de los
nutrientes del sustrato los cuales inducen el cambio de estado saprofítico a parasítico
(Saumell et al., 2008).
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Los hongos predadores han sido los más estudiados debido a la capacidad que tienen de
reducir poblaciones de nematodos mediante la formación de trampas de captura que se
desarrollan a partir del contacto con larvas de nematodos, los hongos más estudiados y
con mayor potencial como biocontroladores son Duddingtonia flagrans, Arthrobotrys
oligospora y Arthrobotrys musiformis.
Los hongos nematófagos, capturan nematodos mediante trampas producidas a partir del
micelio vegetativo, los tipos de trampas reportadas incluyen: redes adhesivas, dedos
adhesivos, anillos constrictores, anillos no constrictores y ramas adhesivas (Zhang et al.,
2001; Tzean y Liou, 1993; Luo et al., 2007, citados en Zhang, 2014).

5.5.2 Estructuras de atrapamiento de hongos
a. Hifas adhesivas: El material adhesivo es producido sobre la superficie de la hifa y
un nematodo puede ser capturado en cualquier punto. Este método de
atrapamiento se encuentra en los hongos no septados (Figura 3 (1-4)).
b. Ramas adhesivas: Una rama que está cubierta en toda su superficie de una
sustancia adhesiva, los nematodos son capturados cuando quedan adheridos a
estas estructuras.
c. Redes adhesivas: Los nematodos son capturados porque se adhieren a redes
bidimensionales o tridimensionales que están cubiertas con una sustancia
adhesiva. Las redes son la forma más común de atrapamiento y se encuentra solo
en los Deuteromycetes (Figura 3 (13-15)).
d. Botones adhesivos: Los nematodos son capturados cuando se adhieren a esta
estructura, mediante una sustancia adhesiva (Figura 3 (7, 8, 11,12)).
e. Anillos no constrictores: La acción de los anillos no constrictores, es pasiva. Los
nematodos son capturados cuando se mueven en el interior del anillo formado por
tres células. Estos anillos ocurren solamente en los Deuteromycetes (Figura 3 (8)).
f.

Anillos constrictores: Cuando el nematodo ingresa al anillo conformado por tres
células estas se expanden rápidamente hacia el interior del anillo haciendo una
constricción alrededor del cuerpo del nematodo. Esta forma de atrapamiento es
comúnmente encontrada en los Deuteromycetes (Figura 3. (5,6,9,10)).
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Figura 3. Morfología de las trampas de atrapamiento de los hongos nematófagos.
1-4: Hifas adhesivas; 5-6, 9-10: Anillos constrictores; 7,11-12: Botones adhesivos;
8 Dedos adhesivos y anillos no constrictores; 13-15 Redes adhesivas.
Fuente: Li et al., 2014

5.5.3 Género Arthrobotrys
Este género de hongos se encuentra dentro de la clasificación científica (taxonómica) a la
familia Orbiliaceae. Se concibe este género como nematófago facultativo. Se reporta que
la primera fuente taxonómica de Arthrobotrys fue descrita por Hard en el año 1968,
Jarowaja reconoció 25 especies en 1970; Van Oorschot en 1985, 28 especies y Schenck
expandió el género reconociendo 47 especies (Rubner, 1996); dentro de las más
estudiadas se encuentran A. musiformis, A. oligospora, A. robusta, A superba, A. oviformis,
entre otras.
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El género Arthrobotrys se caracteriza morfológicamente por tener hifas fasciculadas,
conidióforos hialinos, erectos y septados en su mayoría los cuales producen conidios de
forma asincrónica en dentículos cortos. Los conidios son subhialinos, delgados, con
paredes lisas y delgadas y de forma ovoidal o elipsoidal o claviforme (Rubner, 1996).
Frecuentemente las especies de género presentan clamidosporas. Dentro de las
estructuras que desarrolla para atrapar los nematodos se consideran los anillos
constrictores, las redes adhesivas, hifas adhesivas o botones adhesivos (Pfister, 1994; Van
Oorschot, 1985).

5.5.3.1 Arthrobotrys musiformis
A. musiformis ha sido aislado en diferentes sustratos de distintos países, de esta manera
se puede inferir la variedad de ecosistemas en los que se puede encontrar y la gran
capacidad de desarrollo en diferentes ambientes; a pesar de lo anterior, se encuentra más
frecuentemente en las zonas tropicales (Soares et al., 2006).
Morfológicamente esta especie se caracteriza por tener conidióforos erectos con 7 a 12
conidios y un sistema de candelabros como ramificaciones cada una con un único conidio
terminal (Figura 4). Los conidios son alargados, ovoidales, rectos o ligeramente curvos,
con un septo medial (Drechsler 1937, Alfaro et al., 2011; Soto et al., 2011).
Filogénicamente A. musiformis forma redes adhesivas tridimensionales y anillos simples
en presencia de nematodos (Yang et al., 2007; Fermino et al., 2006). Una de las ventajas
que exhibe este hongo frente a A. oligospora es el desarrollo de estructuras de
reproducción en cantidades considerables, denominadas clamidosporas, las cuales
facilitan el rápido desarrollo de colonias puras en laboratorio y por otro lado resisten los
procesos digestivos de los animales tratados con esta estrategia de control biológico
(Mendoza, 2002; Park et al., 2002).
El aislamiento y la identificación morfológica de la Cepa XXIV de A. musiformis, utilizada
para este estudio, fue desarrollada por Gómez y Díaz en el 2012 (Tabla 3), en donde
reportaron que las medidas de los conidios de esta cepa eran compatibles con las medidas
de otros hongos aislados por Dreschler, 1937; Barron, 1978.

Tabla 3: Identificación morfológica de la Cepa XXIV de A. musiformis

HONGO A. musiformis , Cepa XXIV
CONIDIO
LONGITUD
ANCHO
35,59μm
10,3μm

CÉLULA PROXIMAL
LONGITUD ANCHO
16,33μm
883μm
Gómez y Díaz, 2012

CÉLULA DISTAL
LONGITUD
ANCHO
23,32μm
12,13μm
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Figura 4: Estructuras de
Arthrobotrys musiformis
a-c: Conidos, d: Conidióforos, e: Redes
adhesivas
Fuente: Yu et al., 2014

Figura 5: Estructuras de
Arthrobotrys oligospora
a, e: Conidióforo; b-d Conidio; f Redes
adhesivas
Fuente: Yu et al., 2014

5.5.3.2. Arthrobotrys oligospora
El hongo A. oligospora es una de las especies más comunes y estudiadas gracias a que
puede aislarse de varios sustratos y en diferentes altitudes, fue aislado por primera vez en
1888 por Zopf. Diferente documentación internacional informa que este hongo es ubicuo y
por esta razón ha sido el hongo nematófago mas estudiado (Saumell et al., 2008, Nagesh
et al., 2005).
Morfológicamente este hongo presenta conidióforos erectos, alargados, delgados y
simples generando racimos con un promedio de 10 conidios, generalmente conformados
por 2 células, la célula proximal con menor longitud que la célula distal (Singh, 2005)
(Figura 5).
A. oligospora forma estructuras de atrapamiento que en su mayoría son redes
tridimensionales que emergen del sustrato y tienen una capa adhesiva que cubre la
superficie de la trampa (Gómez et al. 2003). Este hongo ha sido enfrentado en diversos
estudios contra estados larvarios de nematodos de vida libre y parásitos, donde los controla
mediante la formación de redes tridimensionales (Soto et al., 2011; Elshafie et al., 2006;
Shams et al., 2004 y Maciel et al., 2009).
Se reporta que esta especie solo desarrolla estructuras de atrapamiento en presencia de
nematodos, es decir que no genera trampas espontáneamente (Su et al., 2007). Por otro
lado, algunos estudios demuestran que cultivos de A. oligospora sembrados en agar PDA
o AHM luego de un mes comienzan a formar estructuras de multiplicación asexual
denominadas clamidosporas (Park et al., 2002; Nagesh, 2005).
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En la Tabla 4 se observa la medición de las estructuras que permitieron la identificación
morfológica de la Cepa L1 del hongo A. oligospora, realizada por Gómez y Díaz quienes
aislaron este hongo del Municipio de Sibaté Cundinamarca en el año 2012.
Tabla 4. Identificación morfológica de la Cepa L1 de A. oligospora
HONGO A. oligospora, Cepa L1
CONIDIO
LONGITUD
21,0744 μm

ANCHO
11,1538 μm

CÉLULA PROXIMAL
LONGITUD
ANCHO
8,3782 μm
8,0698 μm

CÉLULA DISTAL
LONGITUD
ANCHO
12,2846 μm 11,1538 μm

Gómez y Díaz, 2012
5.5.4. Interacción Hongo –nematodo
Los hongos nematófagos poseen la habilidad única de atrapar e infectar nematodos, Los
estudios llevados a cabo para conocer el proceso de captura han permitido descubrir que
la infección involucra una serie de procesos que incluyen las etapas de reconocimiento, la
adhesión, penetración y la inmovilización de nematodos (Nordbring-Hertz 2004, 2006;
Yang et al., 2007). Durante el proceso de la infección la cutícula del nematodo es
penetrada, inmovilizándolo hasta que es completamente invadido y digerido por el hongo,
siendo un proceso de secreción de enzimas hidrolíticas y fuerzas mecánicas.
Se ha reconocido la participación de la proteína lectina, quien desempeña el
reconocimiento inicial del nematodo, se encuentra en las hifas de los hongos y se une a
los carbohidratos que constituyen la cutícula del nematodo (Yang et al., 2007). NordbringHertz et al. (2006) menciona que hay una interacción entre el enlace carbohidrato-proteína
(Lectina) y el carbohidrato receptor presente en el nematodo.
En la etapa de selección de los nematodos participa una familia de enzimas que se
encargan de hidrolizar catalíticamente los enlaces peptídicos, y se denominan proteasas
séricas, estas enzimas llevan a cabo una variedad de funciones fisiológicas (Yousef et al.,
2003 citado en Yang et al., 2007). Las proteínas séricas actúan sobre la caseína, gelatina,
azocoll, y la cutícula de los nematodos (Zhao et al., 2004), para el caso de A.oligospora.
Estos últimos substratos son los encargados de estimular la producción de las proteasas
séricas con el fin de que se produzca el reconocimiento y posterior infección del nematodo
(Yang et al., 2007).
Otras enzimas secretadas que intervienen en la etapa de infección hongo- nematodo son
las quitinasas, tienen acción sobre la quitina, que es un polímero estructural de las paredes
celulares de algunos organismos y de la cáscara de los huevos de los nematodos, los
hongos parásitos de huevos producen las quitinasas para llevar a cabo la infección.
La sustancia considerada como la más relevante durante el proceso de infección es la
colagenasa, una enzima que cataliza la hidrolisis del colágeno, componente más
importante de la estructura cuticular de los nematodos (Blaxter y Robertson, 1998) esta
enzima debilita la cutícula del nematodo, facilitando la entrada del hongo. En las especies
de Arthrobotrys, la colagenasa es una enzima constitutiva.
Como las larvas presentan gran motilidad, terminan quedando atrapadas en la red fúngica
y son fuente de nutrición del hongo (Saumell y Fernández, 2000), las redes formadas
durante la interacción, están cubiertas por una capa mucilaginosa a la que quedan
adheridos los nematodos desde el inicio y cuya producción parece estar estimulada por el
forcejeo de los nematodos atrapados (Nordbring-Hertz et al., 1978).
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La etapa de penetración del hongo se produce por medio de las enzimas mencionadas,
impulsada por una presión mecánica generada por el hongo en crecimiento con la que se
termina de destruir la cutícula, dando paso al proceso de digestión (Nordbring-Hertz et al.,
2006).
Una hora después de la penetración, el hongo forma un bulbo infectivo en el interior del
nematodo y en pocas horas ocupa todo su cuerpo (Sagüés et al., 2011), esta es conocida
como la fase de digestión que puede llegar a durar hasta una semana, donde el nematodo
es digerido por el hongo infectivo y se generan cambios dramáticos en la estructura y
fisiología del hongo. Simultáneamente, se producen grandes cantidades de lectina con el
fin de destruir el interior del nematodo y acelerar el crecimiento de la hifa trófica.

5.5.5. Evaluación de la nematofagia de los hongos
Los protocolos para el estudio de los hongos nematófagos difieren de aquellos utilizados
para la mayoría de los hongos, debido a que no forman estructuras de micelios observables
a simple vista. Sin embargo, ciertas técnicas son utilizadas para el aislamiento y
caracterización de los hongos nematófagos.
5.5.5.1 Pruebas in vitro
Las pruebas in vitro son un primer paso para determinar el potencial de los hongos
nematófagos depredadores como controladores biológicos, la finalidad de estos ensayos
es poner en contacto en condiciones óptimas los hongos con los nematodos para evaluar
la disminución de la población de estos últimos. Con este tipo de pruebas se obtiene
información que ayuda a seleccionar un hongo como depredador eficiente. Un desempeño
pobre en la captura de nematodos en condiciones óptimas da la pauta para descartarlo
como potencial biocontrolador de nematodos en el ambiente (Orozco et al., 2009).
La actividad predadora de diferentes especies de hongos contra cualquier clase de
nematodos de importancia veterinaria (parásitos gastrointestinales de bovinos, ovinos,
equinos y porcinos) han sido estudiados en cajas de Petri con varios medios de cultivo
(Araujo et al., 1992), estos estudios involucran especies de hongos de las colecciones de
los laboratorios o aisladas por primera vez a partir de muestras de suelo y heces (Larsen,
1999). Los agentes potenciales de control biológico contra nematodos parásitos de
animales no puede ser justificados únicamente con evaluaciones de laboratorio, es por esto
que la simulación del paso de los hongos por el tracto gastrointestinal de los animales es
un muy buen ensayo para predecir qué especies de hongos aislados serán eficientes en
las pruebas in vivo (Larsen, 1999).
5.5.5.1.1. Panagrellus redivivus
El nematodo más común utilizado para la investigación con hongos nematófagos es el
nematodo de vida libre Panagrellus redivivus, que es conocido comercialmente por su
utilidad como fuente de alimento para larvas de peces (Gray, 1983 citado en Zhang y Hyde,
2014).
Tiene un ciclo de vida corto en donde pasan por cuatro estadios larvales antes de
convertirse en adultos. El primer estado larval es intrauterino y los demás son de vida libre.
(Stock y Nadler, 2006 citado en Zhang y Hyde, 2014) Este nematodo es fácil de cultivar
en grandes cantidades, tiene una alta tasa de fecundidad, y el medio de cultivo más
comúnmente empleado es la harina de avena.
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5.5.5.2. Pruebas in vivo
El estudio de hongos nematófagos ha permitido utilizar estructuras como conidios, micelios
o esporas para ser administradas vía oral y ser inoculadas de manera indirecta en heces
de animales con el fin de propiciar un contacto estrecho entre larvas recién eclosionadas y
el hongo, evitando que las larvas pasen al suelo (Mendoza, 1998).
Actualmente, hay una fuerte evidencia que demuestra que bajo condiciones naturales los
hongos nematófagos son buenos agentes de control biológico; todos los parásitos de las
especies de interés productivo han sido exitosamente controladas, sin embargo, al evaluar
las heces frescas de bovinos, ovinos y equinos se evidencia que hay una baja excreción
natural de las estructuras de hongos (Hashmi y Connan, 1989).
El hongo Duddingtonia flagrans es el hongo más utilizado para controlar los nematodos
que afectan animales, produce esporas y clamidosporas que son capaces de sobrevivir el
paso a través del tracto gastrointestinal de bovinos, equinos, ovinos y cerdos (Soder y
Holden, 2005). Este hongo forma trampas adhesivas que capturan estados larvales de
nematodos parásitos en las heces de animales. Existen varios reportes alrededor del
mundo de trabajos donde se ha evaluado el potencial nematófago in vivo de D. flagrans en
Francia, Australia, Estados Unidos y México que confirman el gran potencial de este hongo
como controlador biológico de NGI. (Chandrawathani et al., 2002, 2004; Soder y Holden
2005; Larsen 2006).

5.5.6. Identificación molecular de hongos nematófagos
Se han desarrollado técnicas moleculares como la reacción en cadena de la polimerasa
(PCR), que han revolucionado la identificación y clasificación de los hongos, la aplicación
de estas técnicas son herramientas importantes para la identificación rápida y veraz de
estos microorganismos.

5.5.6.1 Reacción en cadena de la polimerasa (PCR)
La PCR ha llegado a ser una parte fundamental en el diagnóstico molecular de los hongos
nematófagos que permite construir las relaciones filogenéticas y la correcta clasificación
taxonómica a nivel de clase, familia, género, especie y cepas (Park y Min, 2005). Esta
técnica se fundamenta en la amplificación exponencial in vitro de una región o secuencia
de interés específica del ADN por medio de la utilización de una pareja de primers (Atkins
y Clark, 2004).
Las regiones que se utilizan para establecer relaciones taxonómicas y filogenéticas entre
los hongos, pertenecen a ADN nuclear ribosomal (ADNr) porque permiten ser amplificadas
y secuenciadas, gracias a que las unidades de estos genes se encuentran repetidas en
tándem dentro del genoma del hongo (Cullings y Vogler, 1998).
Una unidad de ADNr organizado, incluye tres genes que codifican: un primero para la subunidad pequeña en función al gen 18S (SSU), un segundo para el gen 5.8S y un tercero,
para la sub-unidad grande para el 28S (LSU) (Atkins y Clark, 2004). Además, las regiones
codificantes 28S y 18S son separadas por espaciadores externos (ETS) y espaciadores
internos no transcritos (NTS); El gen 5.8S está integrado entre los dos espaciadores
internos transcritos, ITS-1 e ITS-2 (Hwang y Kim, 1999). Estas regiones se pueden
observar mediante el esquema presentado en la Figura 6.
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Figura 6. Diagrama esquemático de una unidad repetida de ADNr.
Modificado de: Hwang y Kim, 1999.

Las secuencias de las regiones ITS e IGS han llegado a ser una popular herramienta en
estudios filogenéticos, sirviendo para la identificación y clasificación de poblaciones,
permitiendo reconocer tanto especies estrechamente relacionadas como también variación
dentro de una misma especie, como son las diferentes cepas (Paul, 2002 citado por Park
y Min, 2005).
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6. METODOLOGÍA
6.1. LOCALIZACIÓN
El presente estudio se llevó a cabo en la Corporación Colombiana de Investigación
Agropecuaria - Corpoica con financiación de Colciencias. La evaluación in vitro y la
identificación molecular de las dos cepas de hongos evaluadas se realizaron en el Centro
de Investigación en Salud Animal - Ceisa, Bogotá y la evaluación in vivo se desarrolló en
el municipio de Mosquera, Cundinamarca, en las instalaciones del Hato lechero del Centro
de investigación Tibaitatá.
6.2. POBLACIÓN Y MUESTRA
Dos cepas de hongos nematófagos nativos de Colombia previamente aisladas por el grupo
de investigación de Helmintología de Ceisa, fueron identificadas molecularmente y
evaluadas en condiciones in vitro e in vivo: Cepa L1 (Arthrobotrys oligospora) y Cepa XXIV
(Arthrobotrys musiformis), provenientes de los municipios de Sibaté y Viotá
respectivamente.
Se emplearon larvas de nematodos de vida libre (Panagrellus redivivus) para ser
enfrentadas con las dos cepas de hongos nematófagos con el fin de evaluar su capacidad
nematófaga in vitro.
El modelo animal para la evaluación in vivo, constó de 15 bovinos cruzados de 3 a 6 meses
de edad, con los cuales se conformaron 3 grupos de 5 bovinos cada uno, dos grupos
tratamiento (Grupo 1, A. musiformis, Grupo 2, A. oligospora) y un grupo control (Grupo 3,
sin tratamiento).
6.3. VARIABLES
Para la evaluación in vitro la variable que se determinó fue el porcentaje de atrapamiento
de larvas de cada uno de los hongos, mientras que para la evaluación in vivo, se tuvieron
en cuenta tres variables: hpg, larvas infectivas en las praderas y ganancia diaria de peso
(kg).
6.4. ANÁLISIS ESTADÍSTICO
6.4.1. Evaluación in vitro:
Se utilizó una prueba t para muestras independientes en el cual se contrastaron dos
tratamientos (hongos) con 6 réplicas cada uno, la variable respuesta fue el porcentaje de
nematofagia de las réplicas. Para este análisis se utilizó el software estadístico SPSS 20.
6.4.2. Evaluación in vivo:
Se evaluaron tres variables: hpg, larvas L3 por kilogramo de forraje verde y ganancia de
peso, para la comparación de estas variables entre los tratamientos (hongos) se utilizó un
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diseño de medidas repetidas en el tiempo por medio del módulo GLIM MIX, del software
estadístico SAS 7.
6.5. PROCEDIMIENTOS
6.5.1. Identificación molecular
6.5.1.1. Extracción de ADN
Se seleccionaron cajas con cultivos puros de cada uno de los hongos (A. oligospora y A.
musiformis) con el fin de obtener el ADN según el protocolo modificado de Tigano-Milani et
al., 1995; para ello, se recolectó el micelio con un asa bacteriológica adicionando 1ml de
agua destilada en cada caja (Figura 7), el producto de esta recolección se depositó en
viales estériles de 10 ml, hasta completar una cantidad mínima de 250 mg de cada hongo.
Posteriormente, se realizó la fragmentación del ADN macerando la cantidad obtenida del
micelio con nitrógeno líquido y se repitió este procedimiento 5 veces, se colocó la
suspensión en buffer de lisis estéril y SDS para incubarlo durante una hora, luego se agregó
bromuro de hexadecitrimetilamonio (CTAB) y se dejó incubar por 20 minutos más. Se
agregó un volumen 1:1 de cloroformo con alcohol isoamilico (21:1), agitándolo y se
centrifugó por 5 minutos, el sobrenadante que resultó se transfirió a un nuevo tubo. El ADN
se precipitó con 2-propanol, se centrifugó nuevamente durante 5 minutos y se decantó
eliminando el sobrenadante. Finalmente, se resuspendió el pellet en etanol al 70%, se
centrifugó, se eliminó el sobrenadante y se dejó secar a temperatura ambiente para
resuspenderlo en buffer TE. La concentración final de ADN se cuantificó utilizando el
NanodropSpectrophotometer ND 1000.
6.5.1.2. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR)
Se amplificaron por PCR y análisis de restricción posterior de la región de ITS1 5.8S r DNA
y NSA 18S rDNA, región conservada y región especie-específica respectivamente, la cual
contiene secuencias espaciadoras entre las regiones codificantes conocidas como
espaciadores internos de transcripción (ITS) (Ahrén et al., 1998), estos últimos y regiones
específicas fueron la base para seleccionar los primers que permitieron obtener los
productos. A partir de los productos de PCR positivos, se hizo la secuenciación y con estos
resultados se realizó la comparación frente a las secuencias que estaba disponibles en el
NCBI Genbank data base.
6.5.2. Evaluación in vitro de la nematofagia de los hongos identificados
6.5.2.1. Concentración de hongos nematófagos
Una vez obtenidos los hongos puros, aislados en agar enriquecido (Papa Dextrosa AgarPDA) se recolectaron por medio de un barrido de micelio con un asa bacteriológica y agua
destilada estéril (Figura 7), la solución producto de esta colecta se homogenizó durante
una hora con ayuda del equipo vórtex Genie 2, y se depositó en viales de 10 ml. La solución
obtenida anteriormente, se cuantificó con una cámara de Neubauer, en la cual se realizó
la lectura de los 4 campos de células blancas y 1 campo de células rojas, el total de
estructuras contadas (conidios y/o clamidosporas) se multiplicó por el factor (10.000) para
obtener el número de estructuras en un mililitro.
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Figura 7: Colecta de estructuras de hongos nematófagos usadas para la prueba in vitro y
la extracción molecular.
Fuente: Autor.
6.5.2.2 Enfrentamiento de larvas de vida libre y hongos nematófagos
La evaluación de la capacidad nematófaga de los hongos se hizo mediante el siguiente
procedimiento: se sembraron 1x106 conidios de A. oligospora en cajas de Petri de 50 mm
de diámetro con agar agua (seis repeticiones) y 1x106 conidios y/o camidosporas de A.
musiformis, con seis repeticiones también, así mismo se emplearon seis cajas de Petri con
agar como grupo control sin tratamiento (Figura 8); todas las cajas se sellaron con Parafilm
y se almacenaron en el laboratorio a temperatura ambiente (14-18°C).

Figura 8: Siembra de estructuras de hongos nematófagos para la prueba in vitro.
Fuente: Autor.
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Luego de tres días de almacenamiento, a cada una de las cajas se les agregó una solución
de nematodos de vida libre de la especie Panagrellus redivivus en agua destilada, a razón
de 200 larvas vivas por caja de Petri. Luego de esto, se realizó el monitoreo constante de
todas las cajas para evaluar el desarrollo de estructuras de atrapamiento de los hongos, la
viabilidad de las larvas agregadas a las cajas, y posibles larvas muertas o atrapadas,
empleando un microscopio invertido (Figura 9).

Figura 9. Monitoreo de las cajas para evaluar estructuras de atrapamiento
Fuente: Autor.
6.5.2.3 Determinación del porcentaje de atrapamiento
A las 48 horas se desprendió la totalidad del agar de cada caja de Petri, y se desarrolló la
técnica de Baermann modificada, que consistió en colocar el agar desprendido sobre un
embudo con gasa, adherido a un tubo de ensayo en la parte inferior, luego se llevaron al
aparato de Baermann, y se les vertió agua tibia para que las larvas migraran hasta el final
del tubo de ensayo (Figura 10).
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Figura 10: Técnica de Baermann modificada para conteo de larvas.
Los embudos verdes contenían A. musiformis, los amarillos A. oligospora y rojos
correspondían al grupo control.
Fuente: Autor.

Pasadas 24 horas de realizada la prueba se colectaron las larvas sedimentadas en los
tubos para realizar el conteo de las larvas vivas. Finalmente, se comparó el número de
larvas libres vivas de las cajas tratamientos con respecto al número de larvas libres vivas
de las cajas control, para establecer por medio de dos operaciones matemáticas (regla de
3) el porcentaje de captura de cada una de las cajas tratamiento:

% larvas no atrapadas = Número de larvas libres cajas tratamiento x 100
Número de larvas libres vivas de cajas control

% atrapamiento por cada repetición = (100) - % larvas no atrapadas

Luego de establecer el porcentaje de atrapamiento por cada repetición, se promediaron los
resultados de las 6 repeticiones de cada hongo para establecer el porcentaje de
nematofagia de cada uno de los hongos.

6.5.3. Evaluación in vivo del potencial nematófago de los hongos A. musiformis y A.
oligospora:
6.5.3.1 Preparación de dosis de hongos para los grupos tratamiento:
Para llevar a cabo la evaluación in vivo, se realizaron inicialmente en una cabina de flujo
laminar siembras masivas en 500 cajas con agar enriquecido (PDA, Agar Trigo) de las
cepas de los hongos nematófagos A. oligospora y A. musiformis) con fin de obtener la
cantidad suficiente de hongos que se emplearían en la fase experimental del estudio.
Las dosis de los hongos se realizaron a partir de cajas seleccionadas mediante la
observación de estructuras (conidios y clamidosporas), en un microscopio invertido, a estas
cajas se les adicionaron 5 ml de agua destilada con una pipeta Pasteur, para contribuir con
el desprendimiento de dichas estructuras; con un asa bacteriológica, se recogieron y se
depositaron en frascos de vidrio. La concentración de estas soluciones se determinó a
partir de una muestra de un volumen conocido para llevarla a la cámara de Neubauer y
calcular la cantidad de conidios/clamidosporas en 1 ml de la solución, posteriormente se
extrapoló para el volumen contenido en los frascos. Finalmente, se elaboró una operación
matemática (regla de 3) para determinar el volumen exacto en ml según el peso de cada
animal de los grupos tratamiento a razón de 1x106 conidios/clamidosporas por kilogramo
de peso vivo.
Cabe resaltar que todos los elementos utilizados para la preparación de estas dosis eran
estériles con el fin de garantizar que ningún microorganismo diferente a los hongos
nematófagos fuera administrado a los animales.
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6.5.3.2 Selección de animales y administración de tratamientos
Se emplearon 15 bovinos cruzados de 3 a 6 meses de edad pertenecientes al hato lechero
del C.I Tibaitatá, estos animales fueron divididos en 3 grupos de 5 animales de la siguiente
manera: Grupo 1, tratado con 1x106 conidios/clamidosporas de A. musiformis, Grupo 2,
tratado con 1x106 conidios de A. oligospora y Grupo 3, control no tratado (Figura 11, a, b
y c).
El criterio de selección para la conformación de los grupos fue el recuento de hpg inicial,
una vez se tuvieron los grupos conformados, los animales fueron identificados y llevados
a un potrero destinado para esta investigación cuya característica principal era que no
había sido pastoreado durante 6 meses, dicho potrero fue dividido mediante cerca eléctrica
en tres franjas, una para cada grupo. Los terneros se alimentaban de pasto Kikuyo, y eran
suplementados diariamente con 2 kg de concentrado comercial y acceso a agua ad libitum.
Los animales eran llevados cada tres días, durante los 5 meses a los corrales de las
instalaciones del hato de Tibaitatá para facilitar el manejo y la administración de los
tratamientos (Figura 11, d). Se empleó una jeringa de 60 ml por animal, para la
administración oral de las solución de conidios/clamidosporas de A. musiformis y la de
conidios de A. oligospora, según el cálculo realizado previamente en el laboratorio.

Figura 11. Animales experimentales donde: a. Grupo 1: Tratado con A. musiformis. b.
Grupo 2: Tratado con A. oligospora. c. Grupo control, no tratado. d. Movilización de
animales a los corrales para suministro de dosis, toma de muestras de materia fecal y
pesaje.
Fuente: Autor.
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6.5.3.3 Toma y procesamiento de muestras de materia fecal para determinar el
recuento de hpg.
Con el fin de determinar el comportamiento de la primera variable a considerar (hpg), se
realizó la técnica de McMaster (Márquez, 2007); Para ello, se tomó materia fecal
directamente desde el recto de los terneros para evitar su contaminación con nematodos
de vida libre, utilizando bolsas de polietileno debidamente rotuladas con la identificación
del animal (Figura 12); estas muestras fueron refrigeradas y llevadas al laboratorio de
Helmintología de Ceisa.

Figura 12: Toma de muestras de materia fecal.
Fuente: Autor.

Cada muestra se procesó de la siguiente manera:
Se pesaron 3g de materia fecal en una báscula, esta cantidad se depositó en un vaso de
precipitado, se agregaron 42ml de agua y se mezcló con una espátula metálica hasta que
la solución quedó homogénea, posteriormente se tamizó esta solución a través de una
malla metálica de 0,15 mm de apertura (anjeo de cobre N° 100), el residuo que quedó en
el tamiz, se exprimió con la espátula, y luego se descartó. De esta suspensión se
transferieron 15 ml a un tubo de centrífuga y se centrifugó durante 2 minutos a 1500 rpm,
se descartó el sobrenadante. El tubo con el sedimento, se agitó con el vórtex para que se
desprendiera del tubo. Luego, se agregó solución azucarada sobresaturada hasta un
volumen de 15 ml. El tubo se agitó invirtiéndolo, y con una pipeta Pasteur, se tomó parte
de la solución para llenar los 2 espacios de la cámara de McMaster previamente
humedecida. El conteo de los huevos se realizó a los 5 minutos del llenado de la cámara
para que los huevos flotaran y pudieran quedar en el mismo plano; con un objetivo de 10X
se contaron todos los huevos de los dos espacios y este resultado se multiplico por 50 para
obtener el recuento total de hpg. Este procedimiento se repitió semanalmente durante el
periodo de estudio y se registraron los datos obtenidos en el libro de campo (Figura 13).
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Figura 13 : Procesamiento de muestras de materia fecal. a. Pesaje de la cantidad
requerida para desarrollar la técnica de McMaster. b) Conteo de huevos de nematodos
gastrointestinales en la cámara de McMaster.
Fuente: Autor.
6.5.3.4 Determinación de larvas en la pradera
La variable de larvas en la pradera se determinó mensualmente, mediante la técnica de
Baerman modificada (número de larvas/ kg de forraje verde). El pasto se recolectó en forma
de zig-zag de las praderas donde se encontraban los tres grupos de animales, estas
muestras se tomaron antes de las 6:00 am, y se depositaron en bolsas debidamente
identificadas, posteriormente se llevaron al laboratorio para realizar la técnica. Se colocaron
100 gr de pasto envuelto en gasa sobre embudos grandes con un tubo de ensayo al final,
se les agregó agua tibia, hasta cubrir el pasto envuelto y 24 horas después se realizó el
conteo de las larvas que migraron hacia el final del tubo.
6.5.3.5 Pesaje de animales y determinación de la ganancia de peso diaria
Los animales se pesaron cada quince días en una báscula digital dispuesta en el área de
manejo del Hato para establecer la ganancia de peso diaria, esto con el fin de determinar
si la administración oral de los hongos tiene algún efecto sobre el crecimiento de los
animales o disminuya la ganancia de peso de los mismos. Además, el pesaje periódico fue
una herramienta fundamental para la preparación y dosificación de los hongos a los
terneros de los grupos tratamiento, garantizando la dosis de 1x106 de
conidios/clamidosporas por kilogramo de peso vivo.
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7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN

7.1.

Caracterización molecular

Como primer resultado de esta investigación, se logró estandarizar la técnica de PCR para
la identificación de hongos nematófagos con primers especie–específicos (Pathak, et al.,
2012) como secuencias ITS, esta técnica reveló ser altamente sensible para los hongos
del género Arthrobotrys sp, y se destaca que resultó en la identificación precisa de los
hongos Arthrobotrys oligospora (Cepa L1) y Arthrobotrys musiformis (Cepa XXIV).
Para la identificación de la cepa L1, fue secuenciada la región ITS1 5.8S rDNA, donde se
encontró en el GenBank compatibilidad en un 99% con el hongo A. oligospora identificado
en el estado de Morelos, México en el año 2013. La Cepa XXVI fue identificada como A.
musiformis, encontrando 100% de compatibilidad con el hongo aislado en China en el año
2009, los datos de la identificación molecular se encuentran en la Tabla 5.
Tabla 5. Identificación molecular de los aislamientos.
Cepa L1

Cepa XXIV

Primer utilizado

CGG TTT GCT GTT GCA GCT
TGT T
GGT TCA CAA AGG GTT TAC
CAG G
AO F (Pathak et al., 2012)

TTC CTG TAC TGC CTG TTT
GG
TTT TGA AGG GTG CTA ACG
GC
AM R (Pathak et al., 2012)

Región secuenciada

ITS1 5.8S r DNA

ITS1 5.8S r DNA

Accesión

KC663626.1

EU977517.1

Arthrobotrys oligospora voucher
CENAPA_Mendoza4 internal
transcribed spacer 1, partial
sequence; 5.8S ribosomal RNA
gene

Primer Forward
Primer Reverse

% de cubrimiento

95

Arthrobotrys musiformis isolate
106 internal transcribed spacer 1,
partial sequence; 5.8S ribosomal
RNA gene, complete sequence;
and internal transcribed spacer 2,
partial sequence
96

Valor E

6e-32

1e-34

% de Id.

99

100

Descripción
(Gen Bank)

En la Figura 14 se pueden observar los amplimeros de tamaño 131 pb correspondientes a
la amplificación de la región con primers especie específicos además de la amplificación
con los primers para el grupo donde se observa un peso molecular de 472 pb. Se resalta
que los aislamientos de A.oligospora no presentaron anillamiento con primers especie
especifico de A. musiformis lo que demuestra alta sensibilidad de la técnica para estas dos
especies.
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Figura 14. Electroforesis en gel de agarosa com aplimeros 131 pb y 472 pb para la
identificación con primers especie específico y región ITS para A. oligospora.

En la Figura 15, se visualiza un ensayo de PCR con primers especie específicos para los
hongos A. oligospora y A. musiformis, donde se compararon tres aislamientos de cada
especie confirmando la sensibilidad de la técnica. Se observa el amplímero de peso 350
pb para la confirmación de A. musiformis. Luego de obtener los productos en el gel de
agarosa, los aislamientos de mejor calidad, se enviaron al proceso de secuenciación en
una empresa externa.

Figura 15. Electroforesis en gel de agarosa con amplímeros 131 pb para A. oligospora y
350 pb para A: musiformis.
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Gracias a este estudio se comprobó que el proceso de maceración con nitrógeno líquido y
posterior extracción con fenol – cloroformo para la extracción de ADN, es un proceso eficaz,
sin embargo, es demorado y aunque la calidad del ADN extraído permitió la identificación
de los hongos, este procedimiento podría mejorar, utilizando otro tipo de técnicas para la
extracción como las columnas de filtración o Chelex, reportadas por Haugland et al., 2002.
La identificación de secuencias de ADN desconocidas también se puede realizar
comparándolas con bases de datos de secuencias de nucleótidos de taxones conocidos.
El ADNr también contiene secuencias espaciadoras internas de transcripción (ITS) que
presentan secuencias de bases conservadas y que pueden utilizarse para encontrar la
diferencia entre especies relacionadas o para evaluar divergencias genéticas (White,
1990).
En este trabajo se comprobó la utilidad de la ITS en la identificación de hongos
nematófagos, sin embargo, existe aún la necesidad de diseñar primers cada vez más
específicos para cada especie y continuar con la búsqueda de técnicas más complejas y
específicas que se puedan implementar en este campo, por ejemplo, la técnica de PCR en
tiempo real (Pathak, et al., 2012).
A pesar que la identificación molecular de las cepas de hongos en este trabajo no era el
objetivo más importante, fue fundamental desarrollarlo, teniendo en cuenta que se obtiene
más validez científica al utilizar las herramientas moleculares existentes en el laboratorio
para confirmar la identificación morfológica previa de los organismos utilizados. Con esto,
se reafirma lo mencionado por Timper (2011), donde manifiesta que es fundamental
identificar de forma correcta los aislamientos a nivel de especie, biotipo e incluso de cepas,
debido a que pueden mostrar un nivel de control importante en un entorno pero fallar en
otro, y esta identificación es más fiable cuando se hace mediante las técnicas moleculares.

7.2.

Evaluación in vitro de la nematofagia de los hongos A oligospora y A.
musiformis frente a larvas der Panagrellus redivivus.

Al inicio del experimento se pretendía desarrollar la evaluación in vitro con larvas de
nematodos gastrointestinales de bovinos, sin embargo no se logró obtener larvas en los
coprocultivos realizados, lo que llevó a utilizar las larvas de P. redivivus, para enfrentarlas
a los hongos en el laboratorio, y así conocer previo a la evaluación in vivo el
comportamiento nematófago de las dos cepas de hongos.
Durante el desarrollo de la evaluación in vitro se observó el establecimiento de los hongos
en las cajas de Petri al inicio de la prueba y el crecimiento de estructuras fúngicas del
centro de la caja hacia la periferia (micelio e hifas vegetativas, durante los primeros tres
días.
Se observó también que la formación de estructuras de atrapamiento estuvo influenciada
por la presencia de los nematodos, y esta afirmación se postula porque el crecimiento de
los hongos incrementó considerablemente a partir de la siembra de la cantidad conocida
de los nematodos de vida libre P. redivivus en las cajas.
Se realizó el seguimiento durante el enfrentamiento de los hongos con los nematodos
donde se identificó la formación de redes tridimensionales y de anillos simples como
trampas de atrapamiento para A. musiformis, mientras que para A. oligospora se observó
únicamente la formación de redes tridimensionales. (Figura 16). A las 24 horas de
enfrentamiento se podían observar en las cajas de los grupos tratamiento larvas vivas y
muertas atrapadas en las estructuras de atrapamiento creadas por los hongos.
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Figura 16: Observación de cajas de Petri de la prueba in vitro, después de 24 horas de
enfrentamiento hongo-nematodo donde: a. Larva de vida libre atrapada por anillos
simples de A. musiformis. b. Larva atrapada por redes tridimensionales de A. oligospora y
c. Larvas de vida libre de caja control vivas y en movimiento.
Fuente: Autor.
Los resultados de la observación en la formación de trampas durante la prueba, son
concordantes con el estudio desarrollado por Fermino et al., quienes reportaron en el 2006
que tanto anillos como redes tridimensionales se formaron a las 24 horas y que pasadas
48 horas, hay más acción de los hongos sobre los nematodos mediante estas trampas.
De lo anterior, se concluye que las larvas ejercen un estímulo que permite a los hongos
acelerar su desarrollo. Adicionalmente, se puede inferir que pasados dos días se puede
realizar el conteo de las larvas atrapadas, donde los hongos han desplegado su mayor
acción.
Luego de 48 horas, se montó la prueba de Baermann modificada para el conteo de las
larvas libres de las cajas tratamiento frente al conteo de las cajas control para determinar
el porcentaje de atrapamiento de las cepas de hongos evaluadas. Los resultados de este
conteo se observaron 1 día (24 horas) después y los resultados se reflejan en la Tabla 6,
donde se observa que las dos cepas de hongos evaluados tienen alta capacidad
nematófaga, superior al 90%, sin embargo, A. musiformis (Cepa XXIV) mostró tener mayor
porcentaje de captura de nematodos de vida libre con un promedio del 96,7%, mientras
que A. oligospora (Cepa L1) atrapó en promedio el 92,3% de las larvas.
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Tabla 6. Número de larvas encontradas en cada replica y porcentaje de atrapamiento de
los dos hongos evaluados en las 6 repeticiones.

NÚMERO DE LARVAS POR RÉPLICA

# LARVAS
POR
GRUPO

Arthrobotrys
oligospora
(Cepa L1Sibaté)
Arthrobotrys
musiformis
(Cepa XXIV)
Control

%
DE
ATRAPAMIENTO

Arthrobotrys
oligospora
(Cepa L1Sibaté)
Arthrobotrys
musiformis
(Cepa XXIV)

6

1

2

3

4

5

20

9

11

5

3

7

6

2

7

1

152

171

110
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Al realizar la comparación de cada una de las réplicas (Figura 17), se determinó que el
hongo A. musiformis, tuvo un porcentaje de captura superior al 93% en las 6 repeticiones,
mientras que el hongo A. oligospora se mantuvo en el rango de 86 a 97%, Los anteriores
valores permiten sugerir que estas cepas de hongos pueden ser candidatas potenciales
para el control de nematodos gastrointestinales de bovinos por su alta capacidad
nematófaga.

Porcentaje de atrapamiento de larvas
en la prueba in vitro
100,00%
95,00%
90,00%
85,00%
80,00%
1

2

A. oligospora

3

4

5

6

A. musiformis

Figura 17. Comparación del porcentaje de atrapamiento entre los hongos A. oligospora y
A. musiformis en cada réplica
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Con la prueba t, del Software estadístico SPSS 20, se encontró que al comparar las medias
del porcentaje de atrapamiento de los hongos durante la prueba in vitro, existen diferencias
estadísticamente significativas (p<0.05) en el promedio de los dos hongos, con un nivel de
confianza del 95%. (Tabla 7).
Tabla 7: Prueba T, para la igualdad de medias del porcentaje de atrapamiento.
Prueba T para la igualdad de medias
T

-2,318

gl

10

Sig.
(bilateral)

,043

Diferenci
a de
medias

Error típ.
de la
diferencia

-4,41667

1,90515

95% Intervalo de
confianza para la
diferencia
Inferior
Superior
-,17172
8,6616

Los resultados obtenidos en la prueba in vitro de este estudio, concuerdan con el estudio
de Alfaro et al., (2011), donde se comparó la actividad predadora de A. musiformis y A.
oligospora, frente a larvas de H. contortus, obteniendo un porcentaje de reducción de 97%
(±3,9%) frente a larvas L3 y de 75% (±13,9%) frente a larvas L4, y de 90,3%(±8%) frente a
larvas L3 y de 59,7 (±17,5) frente a larvas L4 respectivamente, en el cual se demostró una
mayor efectividad en la reducción de las poblaciones larvarias del hongo A. musiformis.
Un estudio desarrollado por Soto et al., 2011 obtuvo resultados comparativos entre el
porcentaje de atrapamiento de larvas de NGI de ovejas y de cabras, utilizando diferentes
cepas de los hongos A. oligospora y A. musiformis. El rango de atrapamiento para
nematodos de ovinos por parte de A. oligospora fue de 36,6 -96,79% y de A. musiformis
de 9,76 – 70,35% mientras que para los nematodos de caprinos 61,17- 94,28% para A.
oligospora y 11,70 a 95,55% para las cepas de A. musiformis.
Graminha et al., 2005, reportó que la capacidad predadora promedio del hongo A.
musiformis fue de 73,7% frente a NGI de pequeños rumiantes, sin embargo, hay estudios
donde los porcentajes de captura varían entre el 22 y 100%, cuando se enfrentan larvas
de nematodos de una misma especie (Strongyloides papillosus) con el hongo A. musiformis
como es el caso del estudio realizado por Kanadani, 2006.
Para el caso de A. oligospora, se encuentra alta variabilidad de resultados en los
porcentajes de captura de las diferentes cepas de hongos, Gómes (2000), reportó que esta
especie de hongo atrapaba entre el 70 y 90% de las larvas que eran enfrentadas en las
pruebas de laboratorio, mientras que Park et al. (2002) reporta una eficiencia superior al
90%, resultado similar al de esta investigación.
De la prueba in vitro se puede concluir que las cepas utilizadas de cada uno de los hongos
A. oligospora y A. musiformis son promisorios a futuro por tener alta capacidad de
atrapamiento de larvas de nematodos de vida libre, su elección y utilización dependerán
de la acción que demuestren sobre las diferentes especies de NGI que parasitan rumiantes
y de los estudios de campo que sean realizados con las mismas.
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7.3.

Evaluación in vivo del potencial nematófago de los hongos A. musiformis y
A. oligospora.

Para dar inicio a la evaluación in vivo, fue necesario tomar muestras de forraje y de
materia fecal, para determinar el punto de partida de las dos variables antes de empezar
con los tratamientos. Se distribuyeron los animales dentro de los tres grupos con base en
el recuento de hpg para que quedaran homogéneos. Al inicio del experimento, el recuento
total de hpg de los grupos fue: Grupo 1 (A. musiformis): 2300 hpg: Grupo 2 (A. oligospora):
2250 hpg y Grupo 3 (control): 2400 hpg. Los resultados para la variable de hpg, se
promediaron mensualmente y normalizaron mediante la transformación logarítmica
log(n+1) (Figura 18).

Promedio de hpg mensual por grupo
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3,17
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Figura 18. Promedio de hpg mensual por grupo, luego de la transformación logarítmica.
Los eventos registrados durante el experimento y el incremento o disminución semanal
tanto de larvas L3 en las pasturas como de los recuentos de hpg, se pueden explicar desde
la epidemiología de las enfermedades infecciosas por helmintos; para el inicio de la fase
experimental, se contó con animales parasitados naturalmente desde su sitio de origen y
que no habían sido tratados con antihelmínticos al menos un mes antes, además, las
praderas destinadas al experimento no habían sido pastoreadas seis meses antes de
empezar, lo cual se constató con el primer resultado del análisis de forraje donde no se
encontraron larvas L3 (Figura 19). Dicho de otra manera, animales parasitados fueron
introducidos a una zona limpia, pero con condiciones favorables para el establecimiento de
los parásitos en las praderas (Márquez, 2003).
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Larvas (L3) por kilogramo de forraje verde
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Figura 19. Nivel de contaminación de las praderas con larvas L3 de NGI por grupos.

Durante el primer mes, se reportó el incremento del recuento de larvas por kg de forraje
verde, debido a la contaminación natural por parte de los teneros infectados ingresados a
las pasturas, así mismo, para este periodo se observó la relación que existe con el recuento
de hpg, por ejemplo, el grupo control presentó el menor valor promedio de hpg (536 hpg),
y de igual forma el menor valor de larvas en forraje (10 larvas/kg de forraje verde); el grupo
de A. musiformis presentó el valor intermedio en las dos variables: 1067 hpg y 21,5
larvas/kg de forraje verde; mientras que el grupo de A. oligospora tuvo los valores más
altos, 1422 hpg y 36,14 larvas/kg de forraje verde. Para la tercera semana del experimento
se presentaron casos de neumonía parasitaria, en donde a pesar del diagnóstico y el
tratamiento oportuno, una ternera del grupo control murió, quedando así con 4 animales
experimentales.
Para el segundo mes, se mantuvo la tendencia en los recuentos de hpg, donde el grupo
control presentó menor recuento de hpg (100), frente a los grupos A. musiformis, 302,5 hpg
y A. oligospora, 402,5 hpg; sin embargo, con respecto a las larvas encontradas en los
potreros, el grupo control obtuvo 130 larvas/kg de forraje verde, y los grupos A. musiformis
y A oligospora, con 90 y 20 larvas/kg de forraje verde respectivamente. En la semana 7 del
experimento, un animal del grupo A. oligospora, murió a causa de una patología
respiratoria, quedando el grupo 2, con 4 animales experimentales, al igual que el grupo
control.
En el tercer mes, el promedio de recuento de hpg fue: para el grupo control, 56,25 hpg,
para el grupo tratado con A. musiformis 270 hpg y para el grupo tratado con A. oligospora
278,1 hpg. La contaminación de las praderas continúo aumentando para los grupos
tratamiento, 190 larvas/kg de forraje verde fueron encontradas en la pradera del grupo A.
musiformis y 110 larvas/kg de forraje verde en la del grupo A. oligospora, mientras que en
la pradera del grupo control esta variable disminuyó dando como resultado 70 larvas/kg
de forraje verde.
Durante el cuarto mes, la disponibilidad de las larvas en las pasturas disminuyó
notablemente en los tres grupos, se encontró un conteo de 0 larvas/kg de forraje verde
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durante este periodo. Los recuentos de hpg en los tres grupos aumentaron durante este
mes, siendo mayores en los grupos tratados, 975 hpg en A. musiformis, y 856,25 en A
oligospora, y menores en el grupo control: 137 hpg.
En el último mes se registró una disminución en el recuento de hpg de los tres grupos: A.
musiformis 125 hpg; A. oligospora 343,75 hpg y control 78,1 hpg, en cambio, la cantidad
de larvas encontradas en las praderas aumentó, en los tres grupos de la siguiente manera:
A. musiformis 34,4 larvas/kg de forraje verde; A. oligospora 84,4 larvas/kg de forraje verde
y 100 larvas/kg de forraje verde en el potrero del grupo control.
La dinámica de los recuentos de hpg y de larvas de forraje verde durante el periodo de
estudio se pueden observar en las Figuras 18 y 19 y los recuentos semanales de hpg en
las Tablas 8,9 y 10.

Tabla 8: Resultados del recuento de Hpg semanal para el grupo 1: A. musiformis.
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Tabla 9: Resultados del recuento de Hpg semanal para el grupo 2: A. oligospora.

Tabla 10: Resultados del recuento de Hpg semanal para el grupo 3: Control
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A lo largo del experimento, el peso promedio de los grupos aumentaba en cada pesaje,
teniendo mayor ganancia de peso durante el periodo de estudio el grupo control con 65,5
kg; seguido del grupo de A. musiformis con 53 kg y el grupo que siempre mantuvo el peso
promedio más bajo fue el tratado con A. oligospora cuya ganancia de peso en los 5 meses
fue de 40,2 kg (Figura 20).

PESO PROMEDIO EN KG
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Figura 20. Peso promedio quincenal de animales experimentales en kg.
El análisis estadístico se basó en el diseño de medidas repetidas en el tiempo para las tres
variables evaluadas desarrollado en el módulo GLIM MIX, del software estadístico SAS 7,
y arrojó los siguientes resultados:
Para la variable hpg no se encontraron diferencias significativas entre los grupos (p>0.05),
y tampoco en la interacción de hpg*semana. Del mismo modo, para la variable Larvas no
se encontraron diferencias significativas entre los grupos (p>0.05), ni para la interacción
de Larvas*tiempo. La variable GPD no arrojó diferencias significativas entre los grupos
(p>0.05), sin embargo, la interacción GPD*DIA tuvo diferencias significativas (p<0.05),
donde se encontró que el grupo control y de A. musiformis se comportaron de una manera
más favorable en el día 14 y 56. (Figura 21).
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Figura 21. Ganancia de peso diario por grupos.
De acuerdo con los resultados reportados, se considera que la presencia de un animal muy
susceptible a los NGI en el grupo A. musiformis, puede explicar el comportamiento del
grupo, puesto que mientras la mayoría de animales tenía un recuento de hpg bajo o
moderado, este animal presentaba recuentos altos, adicionalmente, en la semana 14, el
recuento de hpg de este animal fue de 8900 hpg y presentaba sintomatología clínica
gastrointestinal, por lo que se decidió implementar un tratamiento antihelmíntico; a partir
de ese momento los valores de hpg, empezaron a descender en el bovino tratado y en el
promedio del grupo (Tabla 8).
Adicionalmente, durante la mayor parte del experimento, hubo diferencia en el número de
animales por grupo, mientras el grupo 1: A. musiformis, mantuvo 5 animales, los grupos 3:
control y 2: A. oligospora, perdieron una unidad experimental en las semanas 3 y 7
respectivamente, lo que puede explicar que se hayan presentado mayores recuentos en
este grupo con respecto a los otros en algunas semanas.
Se considera además, que hubo mayor consolidación del estado inmunitario en los
animales del grupo control, atribuidos a la edad, debido a que dos de los animales más
grandes quedaron en este grupo y posibles diferencias raciales o genéticas con respecto
a los animales de los grupos tratamiento, por ejemplo, Márquez en el 2003 reporta que
individuos de una misma raza pueden resistir más fácilmente a infecciones parasitarias con
respecto a otros.
Teniendo en cuenta que la resistencia de los individuos a los NGI, está dada también por
las condiciones clínicas de los animales, donde animales enfermos se encuentran más
susceptibles a infecciones por NGI, probablemente, se puede explicar la no eficiencia del
hongo A. oligospora y el mayor recuento de hpg en este grupo, a causa de un pobre estado
inmunitario de dos de los animales que permanecieron enfermos la mayor parte del periodo
de estudio y que continuamente había que instaurarles tratamiento contra diversos
patógenos.
Se sugiere, que existe la probabilidad de que se hubiera mantenido en el tiempo la
tendencia de A. musiformis tanto en reducciones de larvas en las praderas y de recuentos
de hpg. Estudios de mayor duración pueden ser necesarios para demostrar el efecto de
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este hongo sobre larvas de NGI, además, el efecto de los hongos parece no ser
prolongado, ya que el conteo de larvas vuelve a aumentar en animales no tratados unas 6
semanas después de la última dosis del tratamiento (Epe et al., 2009).
Cabe mencionar, sin embargo, que en algunos estudios (Epe et al., 2009; Eysker et al.,
2006), mientras se mantiene el tratamiento, los animales se encuentran notablemente
menos parasitados, con disminuciones en el conteo de larvas desde un 67.9% hasta un
81.4% en comparación con la infección pre tratamiento, y que los efectos del hongo sobre
la población de parásitos puede variar de acuerdo a las condiciones ambientales y
climáticas, según Arroyo et al., 2008, la medición de hpg por gramo de nematodos solo
será significativa después de un periodo largo de tiempo o se verá más rápidamente si se
realiza el tratamiento compartido con un antihelmíntico convencional.
Para el caso del tratamiento con A. oligospora, se han obtenido efectos variables en
diferentes ensayos en campo (Gronvold et al., 1987, 1988 y 1989), donde los resultados
no han sido muy contundentes, se considera que el hecho de que A. oligospora no posea
la capacidad de producir clamidosporas, hace que no pueda resistir el pasaje a través del
tracto gastrointestinal (Saumell y Fernández, 2000).
En estudios desarrollados en animales en pastoreo por Hashmi y Connan en 1989, donde
se administraron diferentes dosis de A. oligospora, se registró una reducción del 51-62%
en la infectividad del pasto, a pesar de ello, concluyeron que la administración oral de este
hongo parece ser insuficiente como estratégica de control biológico. Sin embargo,
Fernández et al., (1999) aseguran que para aplicar correctamente esta estrategia de control
biológico, no solamente debe tenerse en cuenta la dosis fúngica, sino también otros
factores tales como nivel inicial de larvas en pasturas y la carga animal.
Existen algunas hipótesis planteadas en los trabajos de Nansen et al. (2005); Cooke (1968)
y Galper et al. (1995), en donde se cree que la menor eficacia de los hongos nematófagos
en la naturaleza con relación a las observaciones de laboratorio, se deben a la competencia
en el ambiente que deben enfrentar con otros microorganismos en el hábitat de las heces,
o que tienen acción fungistática.
Tanto las formas preparasíticas de los nematodos, como la presencia y crecimiento de los
hongos se ven influenciados en el ambiente por diferentes factores bióticos y abióticos,
algunos microorganismos presentes en el ambiente pueden interferir en la interacción
hongo-nematodo, y las temperaturas extremas pueden restringir el crecimiento de los
hongos en las heces. (Saumell, et al., 2008).
Comparando los resultados encontrados en los ensayos in vivo e in vitro, se destaca que
no hay suficiente información de los aspectos bioecológicos de los hongos nematófagos,
por tanto se debe tener en cuenta que no siempre las propiedades que muestren en
ensayos de laboratorio reflejan lo que ocurre realmente en el ambiente (Saumell et al.,
2008).
A pesar que el estudio no pretendía desarrollar pruebas de viabilidad de los hongos luego
de la digestión ruminal, en dos ocasiones se realizaron pruebas para determinar la
viabilidad de las estructuras fúngicas suministradas a los animales, se sembraron en cajas
de petri con Agar Agua y agar enriquecido (Sabouraud) muestras de materia fecal de los
animales experimentales de los grupos tratamiento, donde se evidenció el crecimiento del
hongo A. musiformis en una de las cajas de agar enriquecido, sin embargo se esperaba
mayor recuperación del mismo una vez atravesara el tracto gastrointestinal.
Por otro lado, no fue posible recuperar el hongo A. oligospora en ninguna de las cajas.
Existe literatura que reporta que los conidios de este microorganismo son susceptibles al
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líquido ruminal, disminuyendo su viabilidad y por tanto su capacidad para atrapar larvas de
nematodos (Shams et al., 2004), mientras que A. musiformis ha sido capaz de superar el
stress del tracto gastrointestinal de terneros manteniendo su capacidad nematófaga contra
larvas de H. contortus y esto lo demuestra el estudio desarrollado por Santos et al. en
1996.
Gonzáles, 2013 en su investigación, encontró luego de una prueba de digestión ruminal
que la perdida de clamidosporas del hongo A. musiformis fue del 90% y de conidios de A.
oligospora fue del 98%. Lo anterior podría explicar la razón por la cual no se encontraron
diferencias entre los grupos tratamiento y el grupo control.
A pesar de no encontrar reducción significativa de larvas y nematodos en el experimento,
numerosos artículos han demostrado que es posible reducir la cantidad de larvas en las
pasturas y por consiguiente el número de nematodos al interior de los animales en pastoreo
(Grønvold et al, 1993; Grønvold et al, 1987; Wolstrup et al, 1994) Larsen en 1991 (citado
en Saumell et al., 2000), propone como estrategia utilizar una o más especies de hongos
nematófagos con más de un mecanismo de acción para obtener una mejor eficiencia
nematófaga.
La selección del hongo potencial debe ser hecha con base en la adaptabilidad que tenga
a diferentes condiciones climáticas y su adecuación para sobrevivir y actuar en el hábitat
donde será colocado, y no solo por la facilidad de aislamiento y producción masiva en el
laboratorio (Gray, 1983).
De todos los hongos aislados, hasta el momento, solo uno de ellos (Duddingtonia flagrans)
se ha establecido como el candidato ideal, tiene la capacidad de formar redes
tridimensionales, lo que hace de él un predador eficiente, y además, produce abundante
cantidad de esporas de resistencia (clamidosporas) que soportan el pasaje por el tracto
gastrointestinal, de los animales como lo han demostrado los estudios de Larsen et al. 1991
(citado en Saumell et al., 2008) y 1992. Con estas características, el hongo puede ser
administrado a los animales, para luego aparecer en las heces y ejercer allí su acción
predadora sobre las larvas de los parásitos (Saumell y Fernández, 2000).
Uno de los principales cuestionamientos que se generan en diversos escenarios, es el
efecto que pueden causar los hongos nematófagos en el microambiente en el que se
utilicen, Yeates et al. (1997), demostraron que el uso de los hongos no tiene efectos
ambientales adversos y que no existen cambios en la fauna nematoda benéfica del suelo,
además indicaron una carencia de efectos perjudiciales en la degradación del hongo
cuando fue usado para combatir estadíos de vida libre de los nematodos gastrointestinales:
O. ostertagi, C. oncophora y D. viviparus.
Si bien, se han logrado niveles significativos de control biológico utilizando diferentes
aislados, e incluso se han producido y comercializado fórmulas basadas en hongos
nematófagos (P. lilacinus, V. chlamydosporium) su utilización no se ha convertido en un
método fiable y viable económicamente, fundamentalmente porque se ha demostrado que
las cepas utilizadas tienen capacidades diferentes de establecimiento, sobrevivencia y
control dependiendo también del tipo de suelo y hábitat originarios (Timper, 2011; Tunlid y
Ahren, 2011).
De esta investigación se puede concluir que tanto la evaluación de la capacidad
nematófaga in vitro como la viabilidad encontrada tras la administración de las dosis en las
pruebas in vivo sugieren postular a la cepa XXIV de A. musiformis como un buen candidato
a tener en cuenta como agente biocontrolador de NGI, quien demostró mejores
características que A. oligospora (Cepa L1).
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Se sugiere que para próximos estudios se realicen ajustes metodológicos que incluyan la
homogeneidad en la edad de los animales, raza y estado sanitario para poder evaluar el
comportamiento de los hongos, sin múltiples variables que influyan en su desempeño.
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8. CONCLUSIONES

Utilizando las herramientas moleculares se logró identificar correctamente las especies de
hongos utilizadas y se obtuvo información genética de organismos autóctonos
Colombianos.
Con esta investigación se demostró la alta capacidad nematófaga in vitro que tienen las
dos cepas de hongos aisladas y evaluadas.
Los hongos aislados permiten sugerirlos como candidatos potenciales especialmente A.
musiformis, para el control de los NGI de rumiantes en Colombia.
Este trabajo, a pesar de no haber encontrado diferencias estadísticas entre los grupos
tratados con hongos nematófagos y el grupo control en la prueba in vivo, tiene una gran
importancia para la investigación en el país, debido a que es la primera investigación
reportada en Colombia donde se evalúa en condiciones in vivo la capacidad nematófaga
de los hongos, y es el punto de partida para continuar con estudios de esta naturaleza que
permitan realizar ajustes metodológicos y mejorar los resultados finales.
Se destaca la pertinencia de esta investigación, atendiendo las recomendaciones de
organismos internacionales relacionados con el sector agropecuario, en donde se sugiere
que en Colombia se desarrollen alternativas sustentables al control convencional de
parásitos.
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9. RECOMENDACIONES
Desarrollar estudios de campo
medioambientales y ecológicas.

con

mayor

duración

involucrando

variables

Estudiar el comportamiento de los hongos nematófagos frente a nematodos
gastrointestinales de otras especies de interés productivo, como ovinos y caprinos.
Se recomienda llevar a cabo este tipo de estudio en otros lugares del país considerando
las diferencias medioambientales y climáticas junto con el conocimiento epidemiológico de
los nematodos de cada región.
Continuar con esta línea de investigación, con el propósito de hallar un hongo autóctono
que demuestre tener una alta capacidad como biocontrolador de nematodos
gastrointestinales de rumiantes.
La identificación y evaluación de los hongos nematófagos debe ser el punto de partida para
dar inicio a la evaluación de un bioproducto comercial para el control de los nematodos
gastrointestinales a corto o mediano plazo.
Desarrollar estudios de campo en donde se involucre el control biológico, sumado a otras
estrategias de control como tratamientos antihelmínticos, y manejo del pastoreo, esto,
enmarcado en un sistema de control sostenible e integrado de parásitos del ganado.
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10. IMPACTOS E INDICADORES

10.1.

Técnico- científicos



Se desarrolló la caracterización molecular de dos hongos nematófagos nativos de
Colombia, esto contribuye a incrementar el conocimiento de la biodiversidad de los
microorganismos del país.



Se evaluó la capacidad nematófaga in vitro e in vivo de los hongos nematófagos
A. oligospora y A. musiformis, lo cual permite proponerlos como candidatos
potenciales para el control de los nematodos gastrointestinales en rumiantes, en un
futuro cercano.

10.2.



10.3.





Ambientales
Recuperación del equilibrio parásito – hospedador en los ecosistemas.
Reducción en el tiempo de descomposición de la materia fecal al no verse alterada
la fauna coprófaga normal de las pasturas por el uso no estratégico de los
antihelmínticos.
Productividad
Producción de carne y leche con menos residuos químicos.
Reducción de larvas infectantes en pasturas y por lo tanto reducción de animales
parasitados y enfermos.
Reducción de costos en tratamientos antihelmínticos.
Uso racional y selectivo de los antihelmínticos, únicamente sobre aquellos animales
que lo requieran.
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